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1. Einleitung 
Im Tissue Engineering und in der Regenerativen Medizin hat das Scaffold eine immer 
bedeutendere Rolle eingenommen. Es gibt viele verschiedene Forschungsansätze, um 
diesen zentralen Punkt zu erforschen und zu optimieren. Fibrinbasierte Scaffolds 
werden häufig in den unterschiedlichsten Anwendungen genutzt: Knochen, Knorpel, 
Leber, Nerven, Haut, Herzklappen, Gefäße und viele mehr. Fibrin als natürliches, 
biodegradierbares und autologes Scaffoldmaterial hat viele vorteilhafte Eigenschaften. 
Inspiriert durch die Wundheilung sind bioaktive Substanzen wie Wachstumsfaktoren in 
den Fokus der Forschung gerückt, weil sie die Proliferation, die Differenzierung, die 
Migration und die extrazelluläre Matrixsynthese beeinflussen. Wachstumsfaktoren 
werden bei der Wundheilung aus Thrombozyten sekretiert. Die Fähigkeit der 
Thrombozyten in einem Fibrinclot bioaktive Substanzen freisetzen zu können und so als 
natürliche Quelle für Wachstumsfaktoren und Zytokine zu fungieren wird heute schon 
häufig therapeutisch genutzt, um den Heilungsprozess zu beschleunigen. Diese 
Mechanismen kann man sich auch im Tissue Engineering zunutze machen, indem 
plättchenreiches Plasma anstatt reinem Fibrinogen als Ausgangsmaterial für die 
Scaffoldherstellung genutzt wird.  
Basic Fibroblast Growth Factor (bFGF) und Transforming Growth Factor-ß (TGF-ß) sind 
zwei Wachstumsfaktoren, die aus Thrombozyten sekretiert werden. Sie beeinflussen 
unter anderem die Proliferation und die Kollagensynthese von glatten Muskelzellen und 
Fibroblasten. 
Um Fibrin als Scaffoldmaterial weiter zu optimieren, wurden in dieser Arbeit 
Plättchenreiches Plasma (PRP), Plättchenarmes Plasma (PPP) und Plättchenfreies 
Plasma (PFP/Fibrinogen) sowie kommerzielles Fibrinogen als Basis für autologe 
Scaffolds verglichen. Dazu wurden Untersuchungen zur Mikrostruktur der Gele, 
mechanischen Stabilität, Proliferation, EZM-Bildung und Gewebebildung vorgenommen. 
Außerdem wird der Einfluss der Wachstumsfaktoren basic Fibroblast Growth Factor 
(bFGF) und Transforming Growth Factor-ß (TGF-ß) auf eine Mischkultur aus 
Myofibroblasten und Human Umbilical Cord Artery-derived Smooth Muscle Cells 
(HUASMCs) untersucht.  
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1.1. Tissue Engineering 
„Tissue engineering is an interdisciplinary field that applies the 
principles of engineering and the life sciences toward the 
development of biological substitutes that restore, maintain, or 
improve tissue function”1. 
Durch das Tissue Engineering und die regenerative Medizin sollen verletzte oder 
erkrankte Gewebe durch die Entwicklung von biologischem Ersatz geheilt und erneuert 
werden, um so die essentielle Gewebefunktion im Körper zu erhalten2. Tissue 
Engineering hat das Potential eine Alternative zu konventionellen Therapiemethoden zu 
werden, um vorhandene Risiken und Einschränkungen zu umgehen und so für eine 
dauerhafte Heilung von heute nicht therapierbaren Krankheiten zu bieten. Das Ziel ist 
die Entwicklung vitaler autologer Implantate und Gewebe mit den Eigenschaften des 
Mitwachsens (growth potentials), der Selbstheilung (self-repair) und des Anpassens in 
vivo (remodeling). Das zugrundeliegende Prinzip beruht auf der Isolation autologer 
Zellen und deren Kultivierung und Vermehrung, sowie das Ansiedeln dieser Zellen auf 
einem dreidimensionalen formgebenden Scaffold. In Bioreaktorsystemen werden die 
tissue engineerten Konstrukte unter physiologischen Bedingungen konditioniert. Das 
Implantat oder Gewebe soll daraufhin in den Patienten reimplantieren werden 
(Abbildung 1). 
Eine Alternative zur Entwicklung von Geweben im Bioreaktorsystem ist das direkte 
Injizieren oder „Platzierung“ eines flüssigen Precursors (des Scaffolds) zusammen mit 
den Zellen in den Körper an die vorgesehene Stelle3-5. Das ermöglicht eine 
minimalinvasive Operation für den Patienten4 und verhindert so größer postoperative 
Traumata. 
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Abbildung 1: Prinzip des Tissue Engineerings am Beispiel einer autologen Herzklappe (Quelle: 
Vorlesungsunterlagen Prof. Dr. Jockenhövel, S.). 
1.2. Scaffolds im Tissue Engineering 
1.2.1. Eigenschaften eines idealen Scaffolds 
Eine bedeutende Rolle im Tissue Engineering kommt dem Scaffoldmaterial zu. Durch 
seine Beschaffenheit und den Aufbau kann es die Zellen und die Gewebeentwicklung 
entscheidend beeinflussen 2. Es ersetzt vorübergehend die extrazelluläre Matrix, bringt 
Zellen zusammen, reguliert diese und ist verantwortlich für die ausreichende 
Versorgung der Zellen mit Nährstoffen, Metaboliten und Wachstumsfaktoren 4,6. Ein 
ideales Scaffoldmaterial sollte folgende Eigenschaften aufweisen: Einfach zu handhaben, 
Modellierung von 3D-Strukturen, nicht toxisch, nicht immunogen, biokompatibel, 
biodegradierbar, bioresorbierbar, modifizierbare mechanische Stabilität, Anregung von 
Zellwachstum (Proliferation), Ermöglichung von Zellanhaftung, Ermöglichung von 
Zellmigration und Modifizierbarkeit der chemischen Eigenschaften (Einbringen von 
Wachstumsfaktoren)7,8.  
Das Scaffold bietet den Zellen ein dreidimensionales Gerüst welches die extrazelluläre 
Matrix vorübergehend ersetzen soll und mechanische Stabilität bietet. Mit der Zeit 
bilden die Zellen (z. B.: angeregt durch mechanische Stimulation oder bioaktive 
Substanzen) extrazelluläre Matrix (EZM), die das Scaffold dann ersetzt 6. Daher ist es 
sinnvoll degradierbare Scaffoldmaterialen zu nutzen, deren Degradationsrate, dem der 
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Syntheserate der EZM und des Zellwachstums des tissue-engineerten Konstrukts 
angepasst sind 9 (Abbildung 2). Die Degradationsrate ist je nach Material sehr 
unterschiedlich und kann von Tagen bis hin zu Jahren reichen. 2 
 
 
Abbildung 2: Idealisiertes Verhalten der Scaffolddegradation und Synthese der extrazellulären 
Matrix über die Zeit. Der obere Teil der Abbildung zeigt schematisch dargestellt Zellen (graue 
Kreise) angesiedelt in einem Scaffold (blaue Linien) und wie sich das Scaffold über die Zeit abbaut 
und sich EZM (orange-gelb) bildet. Im unteren Teil der Abbildung sind der Scaffoldabbau und die 
Matrixsynthese in einem Diagramm über die Zeit dargestellt. 
 
1.2.2. Scaffoldmaterialien  
Zurzeit werden unzählige Materialien für die Scaffoldproduktion verwendet. Es werden 
unter anderem synthetische und natürliche Materialien benutzt, dabei kann es sich um 
degradierbare Keramiken und Polymere handeln oder aber auch um biologische 
azellularisierte Materialien tierischen Ursprungs. 
Keramik wird beispielweise für Knochen-Tissue-Engineering verwendet und wird aus 
porösem Hydroxyapatit oder Tricalciumphosphat hergestellt2,9-11. Polymerscaffolds 
werden in den verschiedensten Arten verwendet: als Schäume, faserige Gewebe, poröse 
Schwämme oder auch als Hydrogele 2,6,10. Dabei unterscheidet man zwischen natürlichen 
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und synthetischen Polymeren4,5. Natürliche Materialien sind unter anderem Proteine 
wie Kollagen, Gelatine, Fibrin und Seide oder Polysaccharide wie Hyaluronsäure, 
Chitosan, Agarose, Glykosaminoglykane, und Alginat oder auch Polynucleotide (DNA, 
RNA)2,4-6,10,12. Kollagen wird häufig für Haut-Tissue-Engineering und auch für Knorpel-
Tissue-Engineering verwendet 13,14. Fibrin wir unter anderem im kardiovaskulären 
Bereich eingesetzt15,16. Polysaccharide wie Alginat oder Chitosan finden Anwendung im 
Bereich der Muskel-17 und Knorpelregeneration18. Verwendete synthetische 
degradierbare Polymere sind Polylactidsäure (PLA), Polyglycolsäure (PGA) und deren 
Copolymere (PLGA), Polyethylenglycol (PEG) und Polycaprolaton (PCL)2,6,10,12. Solche 
Polymere werden unter anderem eingesetzt im Hautersatz, der Knochenregeneration, 
im kardiovaskulärem Bereich, und als Wundauflagen 6. Tierische azellularisierte Gewebe 
werden z.B. aus Schweinen entnommen und für Herzklappen Tissue Engineering 19 oder 
auch aus Ratten für Nieren Tissue Engineering 20 verwendet. 
Zusätzlich zu den oben erwähnten Materialien gibt es auch Hybridscaffolds oder auch 
Composite-Scaffolds. Dabei kann es sich um die Kombinationen synthetisch-synthetisch, 
synthetisch-natürlich wie auch natürlich-natürlich handeln. Die Kombination der 
vorteilhaften Eigenschaften der jeweiligen Materialien soll hier den entscheidenden 
Vorteil bringen10. Beispielsweise werden kleinlumige tissue-engineerte Gefäßprothesen 
aus einem Composite-Scaffold hergestellt, dabei werden das natürliche Protein Fibrin 
und das synthetische Polymer Polylaktid verwendet 21,22. Andere Kombinationen aus 
Hydroxyapatit und PLA werden bei der Knochenregeneration angewendet 23. 
Trotz einer Vielzahl an verwendeten Materialien gibt es kein Scaffoldmaterial, welches 
alle der oben genannten Eigenschaften erfüllt. Jedes dieser Materialien hat Vor- und 
Nachteile. Beispielsweise können die Degradationsprodukte der synthetischen Polymere 
die Zellen und das Gewebe negativ beeinflussen, da durch ihren Abbau der pH-Wert im 
umgebenden Gewebe herabgesetzt wird 9,11. Hydrogele haben meist eine niedrigere 
mechanische Stabilität, als poröse oder faserige Polymerscaffolds. Natürliche 
Materialien, wie Fibrin und Kollagen fördern hingegen die Zelladhäsion und sind 
bioaktiv, außerdem sind die Abbauprodukte nicht toxisch24. 
Scaffolds werden auch als Carrier für bioaktive Substanzen oder Zellen verwendet. Das 
bedeutet, dass Wachstumsfaktoren, Zytokine, Proteine und Enzyme sowie Medikamente 
in Scaffolds eingeschlossen werden können. Im Laufe der Zeit werden über eine 
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bestimmte Kinetik diese bioaktiven Substanzen am Ort des Defekts abgegeben und 
können dort direkt wirken. So kann die Proliferation oder Migration von Zellen 
beeinflusst werden und dabei helfen, das erkrankte oder defekte Gewebe schneller zu 
ersetzen und/oder wiederherzustellen25. La Puente et al. hat bFGF in Fibrin-Scaffolds 
eingebettet und Wong et al. bettete bFGF und VEGF in Fibrin-Kleber ein, um die 
Angiogenese zu beeinflussen 26,27. Li et al. haben PDGF in ein Polyurethan-Scaffold 
eingebettet, um die Wundheilung zu verbessern28. Dies sind nur wenige Beispiele für die 
Vielzahl an unterschiedlichen Systemen. 
 
1.3. Fibrin als Scaffoldmaterial 
Geht man davon aus, dass Tissue Engineering den Regenerationsprozess imitiert, liegt es 
nahe, sich auf die Hämostase zu stützen. Sie ist die physiologische Grundlage zur 
Herstellung eines Fibrin-Hydrogels, denn Fibrin als Endprodukt der Hämostase kann als 
„physiologisches Scaffold“ betrachtet werden. Hydrogele haben, wie der Name schon 
vermuten lässt, einen sehr hohen Wasseranteil und ähneln daher natürlichem 
Weichgewebe (Soft Tissue). Hydrogele sind bekannt für ihre hohe Biokompatibilität 
sowie für eine hohe Permeabilität für Sauerstoff, Nährstoffe und wasserlösliche 
Metabolite 6,29. In einem Hydrogel können bioaktive Substanzen immobilisiert werden, 
welche über die Zeit an das Gewebe abgegeben werden können, um so die 
Gewebsbildung positiv zu beeinflussen. Besonders attraktiv sind natürliche Hydrogele, 
da sie hohe Ähnlichkeiten zur EZM aufweisen 4,30. Dazu gehören Fibrinogen, aber auch 
Substanzen wie Kollagen, Gelatine und Hyaluronsäure 12. 
 
1.3.1. Hämostase und Blutgerinnung - Physiologische Grundlagen 
Die Hämostase unterteilt sich in die Thrombozytenaktivierung und die Aktivierung der 
Gerinnung, sowie die Fibrinolyse. Diese Prozesse sind im Körper im Gleichgewicht. Die 
Blutgerinnung wird aktuell durch ein zellbasiertes Modell beschrieben und in drei sich 
überlappende Phasen unterschieden: (1) Initiation Phase, (2) Amplifikation Phase und 
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(3) Propagation Phase. Weiterhin benutzt wird auch die Beschreibung des intrinsischen 
und extrinsischen Kaskadensystems (Abbildung 3) 31,32. Wird ein Blutgefäß verletzt, 
kommt es zu Vasokonstriktion und Thrombozytenaggregation durch die Interaktion von 
extrazellulären Liganden, löslichen Proteinen und den Plättchenrezeptoren. Dieser 
Prozess wird primäre oder zelluläre Hämostase genannt. Die sekundäre oder 
plasmatische Hämostase beschreibt die Aktivierung der Gerinnungsfaktoren und 
Festigung des Thrombozyten-Plugs durch Fibrinfäden 33. Dieser Schritt wird durch 
bestimmte Faktoren, die in inaktiver Form im Blutplasma vorliegen, beeinflusst und 
gesteuert. Hier unterscheidet man zwischen dem extrinsischen und intrinsischen 
System, oder aber den 3 Phasen der Gerinnung. 
 
 
Abbildung 3: Hämostase beschrieben durch den extrinsischen und intrinsischen Weg 
 
Extrinsisches und intrinsisches System 
Beim extrinsischen System (assoziierbar mit der Initiationsphase) kommen 
Fibroblasten und glatte Muskelzellen durch die Verletzung des Gefäßes mit dem 
Blutstrom in Kontakt. Dabei wird der Schlüsselfaktor Gewebethromboplastin (TF, 
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„Tissue Factor“, Faktor III) exponiert und leitet die Gerinnungskaskade ein, indem Faktor 
VII aktiviert wird. Der intrinsische Weg wird eingeleitet durch die Aktivierung von 
Faktor XII und endet bei Faktor VIIIa. In der Literatur wird der intrinsische Weg 
(assoziierbar mit der Amplifikationsphase) auch als „Amplifikationsloop“, ausgelöst 
durch den extrinischen Weg, beschrieben 32. Beide Wege haben die gleiche Endstrecke: 
Faktor X wird aktiviert und zusammen mit dem aktivierten Faktor V wird der 
Prothrombinasekomplex gebildet, welcher Prothrombin in Thrombin umwandelt 
(Faktor II -> Faktor IIa). Fibrin entsteht durch die Konversion von Fibrinogen (Faktor Ia) 
mit Thrombin (Faktor IIa) und Kalzium (Abbildung 3 roter Kasten). In einem 
abschließenden Schritt werden durch den aktivierten Faktor XIII (Faktor XIIIa) 
kovalente Quervernetzungen zwischen benachbarten Fibrinfäden geknüpft und so ein 
fester Fibrinclot gebildet 32,34. 
 
Zellbasiertes Modell der Hämostase 
Im zellbasierten Modell der Hämostase beschreibt die Initiationsphase die Einleitung 
der Gerinnung durch TF-tragende Zellen, welche durch den Kontakt mit dem Blutplasma 
zur Aktivierung von Faktor X und Thrombin führen. Während der Amplifikationsphase 
wird das initiale Signal, gebildet durch kleine Mengen von Thrombin (gebildet von TF-
tragenden Zellen), durch die Aktivierung von den Faktoren V, VII und XI verstärkt. Die 
Propagationsphase ist plättchenassoziiert, d.h. Prothombinasekomplexe werden auf 
Thrombozytenoberflächen gebildet und große Mengen an Thrombin werden gebildet. In 
einem abschließenden Schritt werden wie auch oben beschriebene durch den 
aktivierten Faktor XIII (Faktor XIIIa) kovalente Quervernetzungen zwischen 
benachbarten Fibrinfäden ausgebildet und so ein fester Fibrinclot gebildet 31,32. Dieser 
Fibrinclot kann als „physiologisches Scaffold“ bezeichnet werden. 
 
1.3.2. Fibrin 
Fibrinogen ist ein Glycoprotein, welches  in der Leber gebildet wird und eine 
Normalkonzentration von 2-4 g/L im Blut aufweist 35. Das Fibrinogenmonomer hat eine 
Länge von 45 nm und ein Molekulargewicht von 340 kDa. Es besteht aus jeweils 2 
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Paaren der drei Polypeptidketten α, β und γ, die durch Disulfidbrücken verbunden sind 
(Abbildung 4) 36,37. Damit Fibrinogen zu Fibrin polymerisiert, spaltet Thrombin die 
Fibrinopeptide A und B vom globulären Kernteil ab. Im nächsten Schritt bindet die γ-
Kette des Fibrinogens an die N-terminalen Enden der Fibrinopeptide und es bilden sich 
Protofibrillen. Die Protofibrillen bilden durch die sogenannte Lateralassoziation dickere 
und verzweigte Fibrinfasern, die ein 3D-Netzwerk ergeben (Abbildung 4). Kovalente 
Bindungen zwischen den α– und γ-Ketten entstehen erst durch den Gerinnungsfaktor 
XIIIa 35,37. 
 
 
 
Abbildung 4: Fibrinogenmonomer (oben) und Polymerisation (unten).  
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1.3.3. Fibrin als Scaffold 
Ye et al. berichtet 2000 die Etablierung von Fibrin als Scaffoldmaterial im 
kardiovaskulären Tissue Engineering 38. Mittlerweile wird Fibrin häufig und für viele 
Anwendungen im Tissue Engineering verwendet, wie beispielsweise Knochen-, Knorpel- 
und Haut-Tissue Engineering 29. Um Fibrin als Scaffold zu verwenden, ahmt man den 
letzten Schritt der Blutgerinnung nach. Dazu mischt man Fibrinogen mit Thrombin und 
Kalziumchlorid, dabei entsteht ein Fibrin-Scaffold, welches dem natürlichen Fibrinclot 
ähnelt (Abbildung 5).  
 
 
 
Abbildung 5: REM-Aufnahme eines Fibrin-Scaffolds. 
 
Fibrin(ogen) als natürliches, biodegradierbares und autologe gerinnbares 
Scaffoldmaterial bietet viele Vorteile: Gewinnung aus Patientenblut möglich, 
kontrollierbare Gel-Polymerisation und Gel-Degradation, homogene Zellverteilung mit 
exzellenter Gewebeentwicklung, die Herstellung komplexer 3-D Strukturen im 
Spritzgussverfahren, die kovalente Bindung von Wachstumsfaktoren, Minimierung von 
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immunologischen Reaktionen und Virenübertragung, so wie die Vermeidung von 
„foreign body reactions“ 7,39. Jedoch gibt es auch entscheidende Nachteile: das 
Zusammenziehen des Gels durch eingebettete Zellen während der Kultivierungsphase, 
die niedrige mechanische Stabilität, sowie der schnelle Abbau im Vergleich zur 
Gewebebildung 29. Die Degradation kann durch die Zugabe von Fibrinolyseinhibitoren 
bis zu einem bestimmten Maße verzögert werden und die mechanische Stabilität kann 
durch die Kombination mit anderen Materialien, z.B. PEG erhöht werden 40, 29. 
 
1.4. PRP als besonderes Scaffoldmaterial 
Anstatt purer Fibrinogenlösung zur Herstellung von Fibrin-Scaffolds steht auch 
plättchenreiches Plasma (PRP) als potentiell autologes Material zur Verfügung. PRP lässt 
sich als Plasmafraktion beschreiben, in welcher die Thrombozytenkonzentration über 
dem Normalwert liegt 41,42. Eine eindeutige Terminologie oder Definition des Begriffes 
PRP, sowie einheitlich standardisierte Herstellungsprozesse für PRP und die 
Thrombozytenmenge gibt es nicht. Einige Forschergruppen schlagen 
Thrombozytenkonzentrationen vor, die 3- bis 8-mal so hoch sind wie der Normalwert 43-
45. Auch kommt es auf die Qualität des PRP an. Beispielsweise kann es sein das die 
Plättchen beschädigt sind oder die Aktivierung nicht ausreichend war. Außerdem 
unterscheiden sich die Protokolle zur Herstellung und die Anzahl der Plättchen durch 
die individuelle Variabilität, sowie durch die sekretierten Wachstumsfaktoren 46-48. Dies 
erklärt unter anderem die kontroversen Ergebnisse einiger Studien. Zwar berichtet der 
Großteil der Wissenschaftler einen positiven Effekt 49-51 durch PRP, jedoch gibt es auch 
einige mit negativen Ergebnissen 52-54 45,46,55.  
PRP hat neben einer hohen Menge an Thrombozyten eine Mischung aus 
Adhäsionsmolekülen wie Fibrin, Fibronektin und Vitronektin. Thrombozyten sind ein 
Speicher für über 60 verschiedene Wachstumsfaktoren. Sie beeinflussen unter anderem 
die Proliferation, die Differenzierung von Zellen, die Angiogenese und die Bildung von 
Komponenten der extrazellulären Matrix (EZM) 45,46. Bei der physiologischen 
Wundheilung werden Blutplättchen aktiviert und Wachstumsfaktoren freigesetzt, 
welche auf das umgebende Gewebe wirken 56. Die Fähigkeit der Thrombozyten, in einem 
Fibrinclot bioaktive Substanzen freisetzen zu können und so als natürliche Quelle für 
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Wachstumsfaktoren und Zytokine zu fungieren, wird heute schon häufig therapeutisch 
genutzt, um den Heilungsprozess zu beschleunigen57. Diese Mechanismen kann man sich 
auch im Tissue Engineering zu nutzen machen, indem PRP anstelle von Fibrinogen als 
Ausgangsmaterial für die Scaffoldherstellung genutzt wird.  
 
1.4.1. PRP - kurze Historie und Einsatzgebiete 
1975 wurde ein Paper veröffentlicht, das sich begrifflich erstmals mit PRP beschäftigte58. 
In den 1980ziger Jahren konnte gezeigt werden, dass Thrombozyten und Fibrin die 
Zellmigration, die Kollagensynthese sowie die Angiogenese triggern 56,59,60. Erste Studien 
zur Nutzung von PRP wurden in den 1990ziger Jahren von Marx et al. und Whitman et 
al. zur Knochenregeneration für die Gesichts- und Kieferchirurgie vorgenommen 48,61-63. 
PRP zeigte neue Therapieoptionen auf, die heute in vielen Gebieten genutzt werden: 
Orthopädie, Sportmedizin, Zahnmedizin, plastische Chirurgie, Bypass-Operationen, 
Wundheilung, Gewebeverletzungen (soft/hard tissue injuries), Traumatologie, sowie im 
Tissue Engineering 39,55,48,55,56,64. Im Tissue Engineering beispielsweise wurde PRP als 
Scaffoldmaterial von Chien et al. im Knorpel-TE und Wirz et al. im kardiovaskulären 
Bereich untersucht 39,65. 
 
1.4.2. Thrombozyten – Ursprung, Morphologie und Physiologie 
Thrombozyten sind zytoplasmatische Fragmente, die im Knochenmark von 
Megakaryozyten abgeschnürt werden. Ein Drittel der Thrombozytenpopulation wird in 
der Milz gespeichert. Im inaktiven Zustand sind sie diskoid mit einem mittleren 
Durchmesser von 3,6 µm +/- 0,7 und einer mittleren Dicke von 0,9 µm +/- 0,3. Von 
jungen Plättchen nimmt man an, dass sie größer sind. Sie besitzen mRNA und sind bis zu 
einem gewissen Maße zur Proteinsynthese fähig 66. Sie besitzen keinen Kern, jedoch 
haben sie Organellen und Strukturen, wie Mitochondrien, Mikrotubuli und Granula (α, δ 
und λ)56. Thrombozyten verfügen über ein geschlossenes und offenes Kanalsystem. 
Thrombozyten haben eine vielfach eingestülpte Membran, die mit dem Kanalsystem 
verbunden ist und so mit der extrazellulären Flüssigkeit in Kontakt steht 33. Werden 
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Thrombozyten aktiviert verändern sie ihre Form und bilden Pseudopoden zur 
Vergrößerung der Oberfläche aus und sekretieren bioaktive Substanzen aus den Granula 
(Degranulation). Abbildung 6 zeigt schematisch den Aufbau von inaktiven und 
aktivierten Thrombozyten.  
 
 
Abbildung 6: Thrombozytenmorphologie. (A) im inaktiven Zustand, (B) im aktivierten Zustand. 
 
Die Aktivierung der Plättchen kann durch unterschiedliche Mechanismen ausgelöst 
werden: Adhäsion mit Molekülen die bei verletztem Endothel freiliegen (von 
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Willebrand-Faktor, Kollagen, Fibronektin, Laminin) oder durch physiologische 
Agonisten (Thrombin, Adenosindiphosphat, Thromboxan A2, Epinephrine, Platelet-
activating-factor), aber auch durch hohen Scherstress, ausgelöst durch eine Verengung 
der Gefäße durch Arteriosklerose 48,66. Die Adhäsion mit vWF erfolgt über die 
Glykoproteinrezeptoren Ib und IIb/IIIa, welche auf der Membranoberfläche der 
Thrombozyten liegen 33. δ (dense)-Granula sekretieren ADP, Ca2+, Serotonin, Histamin, 
Dopamin und Catecholamin. λ (lysosomal)-Granula beinhalten degradierende Enzyme, 
wie Elastase. Die α-Granula beinhalten die meisten bioaktiven Substanzen 42,48. Diese 
Granula machen 15% des Thrombozytenvolumens aus 66. Jeder Thrombozyt beinhaltet 
50-80 α-Granula, die einen Durchmesser von 200-500 nm haben. Sie beinhalten 
mindestens 30 unterschiedliche bioaktive Proteine, von denen die meisten eine 
bedeutende Rolle in der Hämostase und der Wundheilung haben 48,56 57. Sekretiert 
werden Wachstumsfaktoren, Gerinnungsfaktoren, Adhäsionsmoleküle, Zytokine und 
Integrine 48. Diese Substanzen beeinflussen zelluläre Chemotaxis, Proliferation, 
Differenzierung, Angiogenese, EZM-Synthese sowie Regeneration von entsprechenden 
Zelltypen 45,57,67. Thrombozyten haben ein Lebenszyklus von ungefähr 7-10 Tagen 45,48,66. 
Nach der Initialaktivierung (10 Minuten nach Aktivierung, 95 % Sekretion nach 1h) und 
Sekretion werden weiterhin in dieser Zeit bioaktive Substanzen neu synthetisiert und 
sekretiert42. Absterbende Plättchen werden im retikoendothelialen System der Milz und 
Leber durch Gewebemakrophagen aufgenommen und abgebaut 45,66. Zu den wichtigsten 
sekretierten Wachstumsfaktoren gehören: Platelet-derived-Growth-Factor (AA-, BB-, 
AB-PDGF), Transforming-Growth-Factor-β (TGF-β), Insulin-like-Growth-Factor (IGF), 
Fibroblast- Growth-Factor (a- und b-FGF), Vascular-endothelial-Growth-Factor (VEGF) 
and Epidermal-Growth-Factor (EGF)56,68.  PDGF ist ein heterodimeres  (PDGF-AB) oder 
homodimeres (PDGF-AA oder-BB) Zytokin, welches unteranderem die Proliferation, die 
Migration und die Bildung von extrazellulärer Matrix von Myofibroblasten und glatten 
Muskelzellen beeinflusst. VEGF hingegen ist ein  Mitogen für Endothelzellen und 
stimuliert die Neoangiogenese, sowie die Proliferation und Migration von 
Endothelzellen. IGF hat strukturelle Homologie zu Proinsulin stimuliert die 
Matrixbildung von Knochenzellen. EGF fördert Proliferation von epidermalen, 
epithelialen und embryonalen Zellen und Fibroblasten und stimuliert die  
Reepithelialisierung und Angiogenese48,68,83. In Tabelle 1 sind die Funktionen der 
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beschrieben Wachstumsfaktoren nochmal aufgeführt. Im folgnden Kapitel werden die 
Wachstumsfaktoren TGF-ß und bFGF beschrieben. 
Adhäsionsmoleküle wie Fibronektin und Vitronektin sind an der Bildung des Thrombus 
beteiligt, üben aber auch einen mitogenen Effekt auf Zellen aus. Fibronektin bindet an 
die Integrine der Zelloberfläche und beeinflusst das Zellwachstum, die Differenzierung 
und die Migration. Vitronektin ruft Zelladhäsion und Chemotaxis hervor und Laminin 
beeinflusst die Zellinteraktionen42. 
 
1.4.3. Wachstumsfaktoren 
Wachstumsfaktoren sind Signalpolypeptide, die zellspezifische Antworten triggern. 
Dabei handelt es sich um eine Vielzahl an möglichen Reaktionen, wie Zellmigration, 
Proliferation oder auch Differenzierung 25. In Tabelle 1 sind die für die Wundheilung und 
Geweberegeneration wichtigsten Wachstumsfaktoren mit ihren Funktionen aufgelistet. 
Diese Arbeit beschäftigt sich im Besonderen mit der Wirkung von TGF- β und bFGF auf 
Myofibroblasten/HUASMCs für Anwendungen in Tissue Engineering.  
Transforming-Growth-Factor-Beta 
TGF-β Isoformen gehören einer Familie von Dimer-Polypeptiden an. Drei Isoformen, 
TGF-β 1- TGF-β 3 sind bekannt. Am besten untersucht ist TGF-β1, es besteht aus zwei 
identischen, über Disulfidbrücken verbundene Monomere aus je 112 Aminosäuren 69 mit 
einer Größe von 25 kDa70,71. Es gibt zwei TGF-β Rezeptoren, die aus der Familien der 
Serin/Tyrosin-Kinasen stammen: TypI- und TypII-Rezeptor72. TGF-β1 bindet häufiger an 
den TypII-Rezeptor. TGF-β inhibiert die Proliferation von glatten Muskelzellen, jedoch 
stimuliert es die Synthese von Fibronektin und Kollagen 72-74. TGF-β inhibiert die 
Synthese von verschiedenen Proteasen, wie Kollagenase und Elastase 71. Außerdem 
reguliert es die Bildung von Zelloberflächenrezeptoren, die Fibronektin binden75.  
Basis-Fibroblast-Growth-Factor 
Basic Fibroblast Growth Factor (bFGF oder FGF2) gehört der FGF-Multigen-Familie an 76. 
Sie ist eine der größten Wachstumsfaktor-Familien mit 23 Mitgliedern 68. bFGF ist ein 
15kDa großes Molekül mit einem hohen isoelektrischen Punkt (daher der Name 
„basic“)77. Es ist ein “single chain“ Polypeptid aus 146 Aminosäuren 78. bFGF ist ein 
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starkes Mitogen, sowie ein Stimulator für Angiogenese, Zellmigration und Proliferation 
für viele Zelltypen (in vivo und in vitro) 76,78, unter anderem für glatte Muskelzellen und 
Myofibrolasten 79,80. Außerdem fördert es die Proliferation von Endothelzellen, 
Fibroblasten und Myofibroblasten, sowie die EZM-Produktion 68,77,79,81. Es konnte gezeigt 
werden, dass bFGF eine entscheidende Rolle in der Wundheilung und 
Geweberegeneration hat, wie beispielsweise die Bildung von Granulationsgewebe 68. Die 
Bioaktivität von bFGF wird über die hochaffinen bFGF-Rezeptoren (bFGFR) an die Zellen 
weitergeleitet68,79. Durch die Bindung an die FGF-Rezeptoren (FGFR) folgt deren 
Dimerisation. Dadurch wird eine Signalkaskade ausgelöst, die zur Aktivierung innerhalb 
der Zelle führt. Es gibt vier verschiedene Rezeptoren, FGFR1-FGFR4. bFGF bindet an alle 
vier Rezeptoren 82. 
Tabelle 1: Auflistung von Wachstumsfaktoren, die in der Wundheilung und Geweberegeneration 
wichtig sind und durch Thrombozyten sekretiert werden. 
Wachstumsfaktor Funktion 
PDGF (αα-, ββ-, 
αβ) 
• Mitogen /Chemogen für Fibroblasten, arterielle glatte Muskelzellen, 
Endothelzellen, mesenchymale Zellen, Chondrozyten 
• Aktiviert Kollagensynthese, Angiogenese, Kollagenasesekretion48,83, 
VEGF • Stimuliert Neoangiogenese 
• Mitogenese von Endothelzellen48,83 
bFGF • Stimuliert Wachstum von Fibroblasten, glatten Muskelzellen, 
Endothelzellen, Chondrozyten, Osteoblasten 
• Stimuliert Angiogenese, Kollagensynthese, EZM-Synthese 
• Bildung von Granulationsgewebe48,68,83 
TGF-β • Stimuliert Fibroblasten Chemotaxis48 
• Stimuliert Synthese von Fibronektin und Kollagen74 sowie deren 
Rezeptoren68 
• Bildung von Granulationsgewebe68 
IGF • Chemogen für Fibroblasten 
• Stimuliert Proteinsynthese 
• Stimuliert Matrix- und Kollagensynthese von Knochenzellen48,83 
EGF • Fördert Proliferation von epidermalen, epithelialen und embryonalen 
Zellen und Fibroblasten 
• Chemogen für Fibroblasten und Epithelzellen 
• Stimuliert Reepithelialisierung und Angiogenese 
• Beeinflusst die Synthese der EZM48 
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2. Fragestellung 
Zur Optimierung von fibrinbasierten Scaffolds, wurde in dieser Arbeit autologes 
plättchenreiches Plasma (PRP), plättchenarmes Plasma (PPP) und plättchfreies Plasma 
(PFP)/Fibrinogen als Ausgangsmaterial für Scaffolds miteinander verglichen. Ziel dieser 
Arbeit war es herauszufinden, ob PRP ein besseres und geeigneteres Ausgangsmaterial 
für Scaffolds gegenüber reiner PFP/Fibrinogenlösung ist.  
Dazu stellen sich folgende Fragen: 
• Wie unterscheidet sich die Mikrostruktur der Gele? 
• Beeinflusst PRP/PPP/PFP/Fibrinogen die Proliferation von 
Myofibroblasten/HUASMCs? 
• Führt die Nutzung von PRP zu einer erhöhten Kollagensynthese im Vergleich zu 
PPP und PFP/Fibrinogen? 
• Steigt die mechanische Stabilität des Scaffolds, wenn PRP anstatt von PPP und 
PFP/Fibrinogen genutzt wird? 
Als zweiter Punkt wurde der mögliche positive Einfluss von TGF-β und bFGF auf eine 
Mischkultur von Myofibroblasten und human umbilical cord artery smooth muscle cells 
(HUASMCs) in Fibrin-Gel Scaffolds untersucht. Dazu stehen folgende Fragen im Fokus: 
• Sind die entsprechenden Rezeptoren für TGF-β und bFGF auf 
Myofibroblasten/HUASMCs exprimiert? 
• Beeinflussen TGF-β und bFGF die Proliferation und Kollagensynthese von 
Myofibroblasten/HUASMCs? 
• Steigt die mechanische Stabilität des Scaffolds, bei der Zugabe von TGF-β und 
bFGF? 
• Geben PRP-Gele über einen definierten Zeitraum TGF-β und bFGF ins Medium ab? 
Zur Beantwortung dieser Fragen wurden folgende Untersuchungen durchgeführt: 
• Elektronenmikroskopie zur Untersuchung der Mikrostruktur der 
unterschiedlichen Gele 
• Proliferation-, Apoptose- und Nekrose-Assays 
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• Nachweis der Kollagenproduktion durch Hydroxprolin-Assays  
• Berstdruckmessung zur Untersuchung der mechanischen Stabilität der 
unterschiedlichen Gele 
• Nachweis der Rezeptoren für TGF-ß und bFGF auf Myofibroblasten durch 
Durchflusszytometrie 
• ELISA-Assays zum Nachweis von TGF-ß und bFGF im Medium
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3. Material und Methoden 
3.1. Zellkultur 
3.1.1. Anlage einer Primärkultur - Isolation von 
Myofibroblasten/HUASMCs 
Eine Mischkultur aus Myofibroblasten und HUASMCs wird aus humanen Nabelschnüren 
unter sterilen Bedingungen gewonnen. Nach der Entbindung werden die Nabelschnüre 
bis zur Präparation in sterilem Transportpuffer bei 4 °C aufbewahrt. Die weitere 
Präparation findet in einer Sterilwerkbank (Klasse 2) statt. Das arterielle Gewebe wird 
mit Phosphate-Buffered Saline (PBS, LifeTechnologies; Gibco Best.-Nr. 14190-094, 
Karlsruhe, Germany) blutkoagelfrei gewaschen. Die Arterien werden nun vom 
umgebenden Gewebe befreit, in 1 mm-Ringe geschnitten und in T75-Zellkulturflaschen 
vereinzelt (mit den Schnittstellen auf den Flaschenboden). Die Ringe werden nach dem 
Antrocknen in Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM, LifeTechnologies; Gibco 
Best.-Nr. 21885-025) + 10 % Fetal Bovine Serum ((FBS), PAA, Best.-Nr. A15-151) + 1 % 
Antibiotika (Antibiotic-Antimycotic, PAA, Best.-Nr. P11-002) bei 37 °C und 5 % CO2 
kultiviert. 
 
3.1.2. Mediumwechsel und Passagieren von 
Myofibroblasten/HUASMCs 
Der Mediumwechsel wird zweimal in der Woche durchgeführt. Dazu wird das Medium 
aus den Zellkulturflaschen abgesaugt und frisches serumhaltiges DMEM zugegeben. Bei 
einer Konfluenz von 70-80 % werden die Zellen passagiert. Hier wird das Medium 
entfernt und die Zellen zunächst mit vorgewärmten PBS gewaschen. Anschließend wird 
eine entsprechende Menge an Trypsin (PAA, Best.-Nr. L11-004) zu den Zellen pipettiert 
und für fünf Minuten bei 37 °C inkubiert. Durch leichtes Klopfen gegen die Flasche 
werden auch die restlichen Zellen vom Flaschenboden gelöst. Zum Abstoppen der 
Trypsinreaktion wird mindestens die doppelte Menge serumhaltiges Medium 
zugegeben. Die abgelösten Zellen werden in bestimmten Verhältnissen auf neue 
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Zellkulturflaschen aufgeteilt und entsprechend der Zellkulturflaschengröße mit Medium 
aufgefüllt. Die Zellen werden weiterhin bei 37 °C und 5 % CO2 kultiviert. 
3.1.3. Mediumwechsel von in Gelen eingebetteten Zellen 
Die in Gele eingegossenen Zellen werden ebenfalls zweimal in der Woche mit 
Bioreaktormedium (Angaben zur Zusammensetzung siehe Anhang) versorgt. Wie oben 
beschrieben wird auch hier das Medium abgesaugt und neues Medium zugegeben. 
 
3.2. Herstellung von Plasma- und Fibringelen 
3.2.1. Herstellung von PRP, PPP, PFP 
Eine Übersicht zur Herstellung von plättchefreies Plasma (PRP), plättchen armes Plasma 
(PPP) und plättchenfreies Plasma (PFP)/Fibrinogen ist in Abbildung 7 dargestellt. Durch 
Punktion der Ellenbogenvene freiwilliger Probanden werden je 100 mL Vollblut in 
Citrat-Monovetten (Sarsted, Best.-Nr. 19000098) gewonnen. Das Blut wird in 50 mL 
Reaktionsgefäße überführt. Für die Herstellung von PRP wird das Zitratblut bei 300 g 
für 20 Minuten ohne Bremse zentrifugiert. Zur Herstellung von PPP und PFP/Fibrinogen 
wird zunächst bei 3000 g (Bremse 4) für 10 Minuten zentrifugiert. Um PFP/Fibrinogen 
zu erhalten, wird die Probe ein zweites Mal ebenfalls bei 3000 g für 20 Minuten 
zentrifugiert. Die gewonnenen Überstände werden vorsichtig in ein frisches 
Reaktionsgefäß überführt und bei -80 °C für mindestens 24 h eingefroren. 
 
3.2.2. Ausfällung von Fibrinogen durch Kryopräzipitation 
Die eingefrorenen Plasmaproben werden bei 4 °C über Nacht aufgetaut. Beim Auftauen 
entsteht ausgefälltes Fibrinogen, welches als milchiger Festbestandteil im Plasma zu 
beobachten ist. Die aufgetauten Plasmalösungen werden bei 3000 g, 4 °C und 
reduzierter Bremse (4) zentrifugiert. Nun werden die erhaltenen Präzipitate von PPP 
und PRP entsprechend den Anforderungen der Versuche (Abbildung 7) in 
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unterschiedlichen Mengen des Plasmaüberstandes resuspendiert und somit 
aufkonzenriert. Die PRP- und PPP-Präzipitate werden entweder in 1/4, 1/12 bzw. 1/25 
Überstand des Plasmaausgangsvolumens resuspendiert. Dazu werden die 
Reaktionsgefäße für mindestens eine Stunde auf einem Rollmischer inkubiert. Durch die 
unterschiedlichen Resuspensionsvolumen entstehen 3 unterschiedlich stark 
konzentrierte PRP- bzw PPP-Gele: 4-fach, 12-fach und 25-fach konzentriert. Der 
Überstand von PFP/Fibrinogen wird verworfen und das PFP/Fibrinogen-Präzipitat wird 
zusätzlich 3x mit Reinstwasser (Milli-Q; Millipore, Schwalbach, Germany) gewaschen 
(3000 g, 4 °C, 3 Minuten) und anschließend in 1/25 Tris-Buffered-Saline (TBS) des 
Plasmaausgangsvolumens resuspendiert sowie mindestens eine Stunde auf dem 
Rollmischer inkubiert. Nach dem Resuspendieren werden die Plasma- und 
Fibrinogenlösungen direkt für die Herstellung der Scaffolds verwendet. 
Im Folgenden werden die Gele nach ihrer Konzentrationsstufe benannt: 
• PRP-Gel (4-fach), PRP-Gel (12-fach), PRP-Gel (25-fach) 
• PPP-Gel (4-fach), PPP-Gel (12-fach), PPP-Gel (25-fach) 
• PFP/Fibrin-Gel 
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Abbildung 7: Übersicht Herstellung verschiedener Plasma-Gele 
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3.2.3. Ansetzen von industriell isoliertem Fibrinogen 
Lyophilisiertes humanes Fibrinogen (Calbiochem, Best.-Nr. 341576) wird in 
Reinstwasser bei 37 °C gelöst und über Nacht gegen 4 L TBS dialysiert. Der 
Dialyseschlauch hat die Porengröße 6000-8000 kDa (Roth, Best.-Nr. 1956.1). Nach der 
Dialyse wird die Fibrinogenlösung mit einem 0,22 μm-Spritzenaufsatz (Corning, Best.-
Nr. 19000138) sterilfiltriert. 
 
3.2.4. Gelpolymerisation 
Zur Herstellung von Plasma-und Fibringelen werden jeweils 35 % steriles TBS, 7,5 % 
Thrombin (Thrombin aus bovinem Plasma, SIGMA, Best.-Nr. T 4648), sowie 7,5 % 
Kalziumchlorid (50 mM, SIGMA, Best.-Nr. S 3881) und 50 % Fibrinogen- bzw. 
Plasmalösung vorsichtig durch Auf- und Abpipettieren in entsprechenden Tissue Culture 
Plates gemischt. Die Polymerisation ist nach 45 Minuten abgeschlossen. 
Werden Zellen mit in die Gele eingegossen, werden diese vor der Polymerisation im 
TBS-Anteil des Gels resuspendiert. Pro mL Gel werden 4*106 Zellen eingegossen. 
 
3.3. Analyse von Plasma- und Fibringelen 
Zur Analyse der unterschiedlichen Plasma- und Fibringele sind folgende 
Untersuchungen durchgeführt worden:  
Um die mechanische Stabilität zu testen, wurden Reißfestigkeitsmessungen gemacht. 
Zur Bewertung der Mikrostruktur wurden REM-Aufnahmen angefertigt. Die Bildung der 
extrazellulären Matrix ist mit dem Hydroxyprolin-Test untersucht worden. Außerdem 
wurde die Gewebeentwicklung durch Immunhistologie analysiert, sowie die 
Proliferation von Myofibroblasten/HUASMCs. 
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3.3.1. Biomechanische Untersuchung von Gelen 
Zur Untersuchung der mechanischen Stabilität der unterschiedlichen Gele werden 
Reißfestigkeitsmessungen durchgeführt. Es werden zwei Arten von Gelen untersucht: 
zellfreie Gele (a) und Gele mit Zellen (b), die über einen gewissen Zeitraum kultiviert 
wurden. 
(a) Zellfreie Gele: Dazu werden die Gele wie in Abschnitt 3.2.4 beschrieben in 24-Well-
Platten (24 Well, BD Company, Best.-Nr. 35047) gegossen und nach der 
Polymerisation wird die mechanische Testung durchgeführt. 
(b) Zellbesiedelte Gele: Zuerst werden 24-Well-Platten modifiziert. Dazu werden die 
Wells mit Schleifpapier angeraut und der Staub wird entfernt. Danach werden die 
Wells mit Silikon (ELASTOSILRM 4541, Wacker Chemie AG) dünn beschichtet. Die 
Silikonkomponenten werden hierfür im Verhältnis 1:10 gemischt und bei 500 g für 
5 Minuten zentrifugiert, um Luftblasen zu entfernen. Die Silikonbeschichtung muss 
24 h aushärten. Nach dem Aushärten werden die 24-Well-Platten 
plasmasterilisiert und weitere 7 Tage ausdampfen gelassen. Beim Gießen der Gele 
ist darauf zu achten, dass zuerst das Fibrinogen sorgfältig in den Wells verteilt 
wird, bevor die restlichen Bestandteile zum Zweck der Polymerisation hinzugefügt 
werden.  
 
Messung: 
Die Gele werden in der Druckmesskammer fixiert. Über eine Rollerpumpe wird über 
eine Wassersäule Druck auf das eingespannte Gel ausgeübt. Der Druck wird über einen 
Drucksensor gemessen und in einer eigens entwickelten LabVIEW™ Applikation 
dokumentiert (version 7.1; National Instruments, Austin, TX). Der Druckwert, bei dem 
das Gel reißt, ist als Berstdruck definiert. 
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Abbildung 8: Schematische Darstellung des Messkammersystems zur Messung der Reißfestigkeit 
von Plasma- und Fibrin-Gelen 
 
3.3.2. Rasterelektronen Mikroskopie (REM) 
Um die Mikrostruktur der unterschiedlichen zellfreien Plasmagele zu untersuchen, 
werden REM-Bilder angefertigt. Dazu werden die Gele wie in 3.2.4 beschrieben 
hergestellt und anschließend fixiert (3 % Glutaraldehyd in 0,1 M Soerensen’s Phospahte 
Buffer [pH 7.4; 13 mM NaH2PO4 x H2O; 87 mM Na2HPO4 x 2 H2O]). Nach der Fixierung 
werden die Proben in 0,1 M Soerensen‘s Phosphate Buffer gewaschen und über eine 
aufsteigende Acetonreihe dehydriert und bis zum kritischen Punkt getrocknet (Balzers 
Union, Best.-Nr. CPD010). Die Gele werden auf einer Befestigungsplatte fixiert und mit 
Gold bestäubt (Balzers Union, Best-.Nr. SCD 030). Dann erfolgt die Analyse mit dem 
Rasterelektronenmikroskop- ESEM XL30 FEG (Environmental Scanning Electron 
Microscope XL 30 Field Emission Gun, FEI Philips). 
 
3.3.3. Immunhistologie 
Vor der eigentlichen immunhistologischen Färbung müssen die Proben präpariert 
werden. Dazu werden die Proben 1 h in Carnoy-Lösung fixiert und anschließend 
zweimal für 15 Minuten in Ethanol gewaschen. Darauf folgt eine Entwässerung über 
eine ansteigende Alkoholreihe (je eine Stunde 60 %, 80 %, 90 %, 100 % (2x) 2-Propanol 
(Roth, Best.-Nr. 6752.4), 100 % (2x) Xylol (Fischer, Best.-Nr. 1307), Paraffin (VOGEL, 
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Best.-Nr. VO 51001) (über Nacht)). Anschließend werden die Proben in Paraffinblöcke 
eingebettet und mit einem Schlittenmikrotom Schnittpräparate angefertigt. Diese 
werden über Nacht bei 37 °C getrocknet. Nun folgt die Entparaffinierung der 
Schnittpräparate über eine absteigende Alkoholreihe (je 5 Minuten 100 % Xylol (3x), 
100 % Ethanol (2x), 96 % Ethanol, 80 % Ethanol, 70 % Ethanol). Bis zur Färbung 
werden die Proben in PBS aufbewahrt. 
Zunächst werden die Proben mit serumhaltiger Blocking-Solution (5 % Goat Serum 
(Dako, Best.-Nr. X0907) und Waschpuffer (0,1 % Triton X 100, SIGMA, Best.-Nr. T 8787, 
in PBS) für eine Stunde geblockt. Es folgt die Inkubation mit dem Primärantikörper für 
eine Stunde bei 37 °C. In Tabelle 2 sind die verwendeten Verdünnungen aufgeführt, 
welche in Antibody Diluent (PBS + 1 % bovines Serum Albumin (BSA, SIGMA, Best.-Nr. A 
9647) + 0,1 % Natriumazid (SIGMA-Aldrich, Best.-Nr. 8032)) angesetzt werden. 
 
Tabelle 2. Antikörper für immunhistologische Färbung 
Antikörper Verdünnung Hersteller Bestellnummer 
Mouse Monoclonal Anti-α Smooth Muscle Actin 1:500 SIGMA, Best.-Nr. A 2547 
Rabbit Polyclonal Antibody to Collagen type I  1:200 Acris, Best.-Nr. R 1038 
Alexa Fluor® 488 Goat Anti-Rabbit 1:400 Invitrogen, Best.-Nr. A 11008 
Alexa Fluor® 594 Goat Anti-Mouse 1:400 Invitrogen, Best.-Nr. A 11005 
 
Anschließend werden die Objektträger dreimal für je 5 Minuten in PBS gewaschen. 
Darauf folgt die Inkubation mit einem entsprechenden Sekundärantikörper für eine 
Stunde bei Raumtemperatur. Die jeweilige Verdünnung ist in Tabelle 2 aufgeführt. 
Danach werden die Objektträger nochmals mit PBS in drei Wiederholungen für je 5 
Minuten gewaschen. Um die Zellkerne sichtbar zu machen werden diese mit DAPI (4',6-
Diamidino-2-phenylindol, SIGMA, Best.-Nr. D 9564) angefärbt. Es folgt ein weiterer 
Waschschritt und anschließend werden die Proben mit Fluorescence Mounting Medium 
(Dako, Best.-Nr. S 3023) eingedeckt. Entsprechende Negativkontrollen werden während 
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der Inkubation des Primärantikörpers nur in reinem Antibody Diluent inkubiert, die 
darauffolgenden Schritte sind wie oben erwähnt. 
3.3.4. Hydroxyprolin-Test 
Um den Kollagengehalt innerhalb eines Gewebes nachweisen zu können, wird der 
Hydroxyprolin-Test angewendet. Das gebildete Kollagen erlaubt Rückschlüsse auf die 
Bildung der EZM, da Kollagen den Großteil der EZM bildet. 
Für den Test werden die Proben (Plasma- und Fibringele) in PBS gewaschen. Dann 
werden die Proben in zuvor ausgewogene 1,5 mL Reaktionsgefäße gegeben und über 
Nacht im Vakuumofen bei 37 °C getrocknet. Zur Bestimmung des Trockengewichts der 
Proben werden die Reaktionsgefäße nach der Trocknung nochmals gewogen. Die 
Proben werden nun mit je 100 µL NaOH (2 M, Merck, Best.-Nr. 1.06498) versetzt. 
Außerdem wird eine Standardkurve aus verschiedenen Hydroxyprolinkonzentrationen 
vorbereitet (Tabelle 3). 
 
Tabelle 3: Zusammensetzung der Standardkurve 
Hydroxyprolin-Stammlösung 
[400 ng/µL] 
NaOH [2 M] Endkonzentration 
50        μL 0           μl 20        μg/μL 
35        µL 15        µL 14        µg/mL 
25        μL 25         μL 10        μg/μL 
15        μL 35        μL 6           μg/μL 
10       µL 40        µL 4          µg/mL 
5          μL 45        μL 2           μg/μL 
0          μL 50        μL 0           μg/μL 
 
Die Proben und die Standards werden verschlossen und 20 Minuten bei 120 °C 
autoklaviert. Die so hydrolysierten Proben/Standards werden zu je 50 µL in neue 
Reaktionsgefäße überführt und mit 450 µL Chloramin-T-Reagent versetzt. Nach 25 
Minuten werden je 500 µL Ehrlich´s Reagenz zu den Proben/Standards gegeben und 25 
Minuten bei 65 °C belassen. Für die Messung werden je 100 µL Probe bzw. Standard in 
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eine 96-Well-Platte gegeben und mit einem Plate Reader die Absorption bei 550 nm 
gemessen.  
3.3.5. Indirekter Proliferation-Assay 
Um die proliferativen Effekte der unterschiedlichen Plasma- und Fibringele auf 
Myofibroblasten/HUASMCs zu untersuchen, wurde ein indirekter Proliferationstest 
durchgeführt. Dazu wurden diverse Gele in 96-Well-Platten gegossen und für 72 h mit 
Bioreaktormedium A (Zugabe von FCS) bzw B (ohne FCS) inkubiert. Dieses Medium 
wird als Testmedium A bzw. B bezeichnet. Myofibroblasten/HUASMCs werden in 96-
Well-Platteb mit einer Zellzahl von 5000 Zellen pro Well und 100 µL serumhaltigem 
DMEM ausgesiedelt und für 24 h bei 37 °C und 5 % CO2 ruhen gelassen. Dann wird das 
Medium abgesaugt und die Testmedien werden zugegeben. Die Messungen der 
Proliferation werden an Tag 2, 4 und 6 nach Zugabe des Testmediums gemessen. Nach 
jeder Messung erfolgt ein Mediumwechsel. Die Proliferation wird mit einem XTT-Assay 
(Cell Proliferation Kit II (XTT)(Roche, Best.-Nr. 1146 5015001)) durchgeführt. Alle 
benötigten Reagenzien werden auf Raumtemperatur gebracht. 1 µL Coupling Solution 
wird mit 50 µL XTT-Reagenz vermischt. Pro Well werden 50 µL XTT-Solution zugegeben 
und bei 37 °C für 1-3 h inkubiert. Danach wird die Absorption bei 475 nm mit einer 
Referenzwellenlänge von 650 nm gemessen. Diese Absorptionswerte werden mit denen 
der Positivkontrolle (Zellen mit DMEM+10 % FCS) und der Negativkontrolle (Zellen mit 
DMEM ohne FCS) verglichen. 
 
3.4. Einfluss von bFGF auf Myofibroblasten/HUASMCs 
3.4.1. Durchflusszytometrie 
Zum Nachweis der Oberflächenrezeptoren von TGF-β und bFGF wurden 
Myofibroblaten/HUASMCs in Passage 0 und Passage 4 durchflusszytometrisch 
untersucht. Die Zellen wurden mit Trypsin bzw mechanisch vom Boden der 
Zellkulturflaschen gelöst und durch Zentrifugation (500 g, 5 Minuten) sedimentiert. 
Anschließend erfolgte ein Waschschritt mit PBS (500 g, 5 Minuten). Die 
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Zellkonzentration wurde auf 1*106 Zellen pro mL eingestellt. 1 mL Zellsuspension 
wurde in 1,5 mL Reaktionsgefäße überführt und erneut zentrifugiert, sowie der 
Überstand verworfen. Das Zellpellet wurde in 10 µL des entsprechenden Antikörpers 
(monoclonal anti-human FGF R2-Phycoerythrin (R&D-Systems, Bestell.:FAB684P) bzw 
monoclonal anti-human TGF-beta RII-Phycoerythrin (R&D-Systems, Bestell.:FAB241P)) 
resuspendiert und bei 4°C für 30 Minuten inkubiert. Nach der Inkubation werden die 
Zellen dreimal in PBS gewaschen (500 g, 5 Minuten). Das Zellpellet wurde in 350 µL PBS 
resuspendiert und bis zur Messung bei 4 °C im Dunkeln aufbewahrt. Die angefärbten 
Zellen wurden mit einem Fluorescence-Activated Cell Sorting (FACS) 
Durchfusszytometer (FACSCanto, BD Biosciences) analysiert. Die Auswertung erfolgte 
mit der Sofware WinMDI 2.8. 
 
3.4.2. ELISA- Quantitativer Nachweis von bFGF im 
Mediumüberstand 
Zum quantitativen Nachweis von bFGF aus Mediumüberständen wurde ein ELISA-Test 
(Human FGF-basic Mini ELISA Development Kit, 900-M08 PeproTech, ELISA-Buffer Kit, 
900-K00, PeproTech) durchgeführt. 
 
(a) ELISA-Well-Platte vorbereiten 
Der Capture Antibody wird in PBS (1 µg/mL) verdünnt, 100 µL ins Well gegeben und 
über Nacht bei Raumtemperatur inkubiert. Am nächsten Tag wird die Platte viermal mit 
je 300 µL Waschpuffer pro Well gewaschen. Nach dem letzten Waschschritt wird die 
Platte auf einem Papiertuch ausgeklopft. Dann werden 300 µL Block-Puffer je Well 
zugegeben und die Platte wird mindestens 1 h bei Raumtemperatur inkubiert. 
Anschließend wird die Platte wie oben beschrieben viermal gewaschen. 
 
(b) ELISA-Test 
Der Standard wird von 0-4 ng/mL verdünnt. Je 100 µL Standard bzw. Probe werden in 
die vorbehandelte Platte gegeben und 2 h bei Raumtemperatur inkubiert. Anschließend 
werden die Wells viermal gewaschen. Der Detection-Antibody wird auf 0,25 µg/mL in 
Diluent verdünnt und je 100 µL werden in die Wells pipettiert und 2 h bei 
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Raumtemperatur belassen. Es erfolgen erneut vier Waschschritte. Avidin-Peroxidase 
wird 1:2000 verdünnt, 100 µL in jedes Well gegeben und 30 Minuten inkubiert. Nach 30 
Minuten werden je 100 µL ABTS Liquid Substrat pro Well zu pipettiert. In einem ELISA-
Reader wird die Farbentwicklung gemessen (alle 5 Minuten für etwa 30-60 Minuten) bei 
405 nm und 650 nm Referenzwellenlänge gemessen. 
Die Standardkurve sollte für 0 ng/mL bFGF einen Wert von 0,2 nicht übersteigen und für 
4 ng/mL einen Wert von ungefähr 1,4 haben. 
 
3.4.3. Zytotoxizitätstest 
Um den Einfluss von bFGF und TGF-β auf HUASMC bezüglich der proliferativen, 
apoptotischen und zytotoxischen Effekte zu messen, wurden ein XTT-Assay (Cell 
Proliferation Kit II; Roche Diagnostics GmbH, Mannheim, Germany), ein Caspase–Glo-
3/7 assay (Caspase-Glo® 3/7 Assay; Promega, Mannheim, Germany) und der Toxilight 
Bioassay (ToxiLight™ bioassay kit; Lonza GmbH, Köln, Germany) durchgeführt. 
HUASMCs wurden in einer Dichte von 5000 Zellen pro 100 µL und Well ausgesiedelt. 
Nach 24 h Stunden wurde das Testmedium zugegeben und Messungen erfolgten an den 
Tagen 2, 4 und 6 nach Zugabe des Testmediums. Nach jeder Messung erfolgt ein 
Mediumwechsel. In Tabelle 4 sind die Zusammensetzungen der unterschiedlichen 
Testmedien angegeben. 
 
XTT-Assay (Proliferations-Assay) 
Der XTT-Assay beruht auf einer Farbreaktion, bei der der gelbe Farbstoff XTT [(2,3-bis-
(2-methoxy-4-nitro-5-sulfophenyl)-2H-tetrazolium-5-carboxanilide)] durch das 
mitochondriale Enzym Dehydrogenase zum orangefarbenen Formazan umgesetzt wird. 
Diese Reaktion kann nur bei metabolisch aktiven Zellen ablaufen. Alle benötigten 
Reagenzien werden auf Raumtemperatur gebracht. 1 µL Coupling Solution wird mit 
50 µL XTT-Reagenz vermischt. Pro well werden 50 µL XTT-Solution zugegeben und bei 
37 °C für 1-3 h inkubiert. Danach wird die Absorption bei 475 nm mit einer 
Referenzwellenlänge von 650 nm gemessen (Tecan Infiniti M200). Diese 
Material und Methoden 
 
 
31 
 
Absorptionswerte werden mit denen der Positivkontrolle (Zellen mit DMEM+10 % FCS) 
und der Negativkontrolle (Zellen mit DMEM ohne FCS) verglichen. 
 
Caspase-Assay (Apoptose-Assay) 
Dieser Test basiert auf dem Mechanismus von emittiertem Licht: Prolumineszentes 
Caspase 3/7-Substrat wird in Anwesenheit von Caspase zu Aminoluciferin umgesetzt 
und wiederum durch das Enzym Luciferase umgewandelt, wobei Licht emittiert. Zur 
Analyse der apoptotischen Effekte wurden die Proben mit je 100 μL des Caspase–Glo 
3/7 Reagent versetzt und für eine Stunde bei Raumtemperatur inkubiert. Anschließend 
wurden die Proben in white-walled 96-Well-Platten (White Wall Well Plate, Nunc, Best.-
Nr. 136101) überführt und die Lumineszenz gemessen (Tecan Infiniti M200). Diese 
Lumineszenzwerte werden mit denen der Positivkontrolle (UV-behandelte Zellen) und 
der Negativkontrolle (Zellen mit DMEM + 10 % FCS) verglichen. Die Positivkontrolle 
muss 12 h vor der Messung mit UV-Licht für 5 Minuten bestrahlt werden und bis zur 
Messung bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert werden. Vor der Bestrahlung wird das Medium 
in ein benachbartes Well gegeben und anschließend wieder den bestrahlten Zellen 
zugeführt. 
 
Toxilight-Assay (Necrose-Assay) 
Die zytotoxischen Effekte wurden mit dem Toxilight-Assay analysiert. Der Assay misst 
die freigesetzte Adenylatkinase, welche nur ins Medium gelangen kann, wenn die Zellen 
durch Zytolyse zerstört werden. Es finden zwei Reaktionen statt: 
Adenosindiphosphat (ADP) (wird zugesetzt) wird durch Adenylat-Kinase zu aktivem 
Adenosintriphosphat (Mg2+ ATP) umgesetzt. Diese Substanz wird wiederum vom 
zugeführten Enzym Luciferase genutzt, um Luciferin in Oxyluciferin umzusetzen. Diese 
Reaktion emittiert Licht. 
Alle Reagenzien wurden auf Raumtemperatur gebracht. Zuerst wird die Positivkontrolle 
für 10 Minuten mit Lysepuffer versetzt. Anschließend werden von jeder Probe 20 µL in 
eine white-walled 96-Well-Platte überführt und mit je 100 µL Adenylate-Kinase-
Detection-Reagent vermischt. Die Lumineszenz wird direkt gemessen (Tecan Infiniti 
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M200). Diese Lumineszenzwerte werden mit denen der Positivkontrolle (lysierte Zellen) 
und der Negativkontrolle (Zellen mit DMEM + 10 % FCS) verglichen. 
 
Tabelle 4 Testmedien 
Testmedium Medium FCS bFGF 
1 DMEM 10 % 0,1 ng/mL 
2 DMEM - 0,1 ng/mL 
3 DMEM 10 % 1 ng/mL 
4 DMEM - 1 ng/mL 
 
3.5.  Statistik 
Wenn nicht anderes angegeben sind alle Werte als Mittelwerte mit +/- Standardfehler 
des Mittelwertes angegeben. Die statistische Signifikanz wurde mit dem Students-t-Test 
festgestellt. Statistisch signifikat (*) p<0,05 und statistisch hoch significant (**) p<0,01. 
Alle Experimente wurden mit n≤3 durchgeführt. 
Ergebnisse 
 
 
33 
 
4. Ergebnisse 
4.1. Biochemische Untersuchung unterschiedlicher zellfreier 
Plasma-Gele 
Um den Einfluss unterschiedlicher Plasma-Gele auf die mechanische Stabilität zu 
untersuchen, wurden Reißfestigkeitstests durchgeführt (Abbildung 9). Dabei wurde für 
PFP/Fibrin-Gel (Standard) ein mittlerer Wert von 27,03 mmHg (+/- 12,11) ermittelt. 
Eine ähnliche Reißfestigkeit wiesen PRP-Gele (4-fach) (19,75 mmHg (+/- 6,23)), PRP-
Gele (12-Fach) (34,70 mmHg (+/- 7,19)), PPP-Gel (4-fach) (26,18 mmHg (+/- 9,83)), und 
PPP-Gele (12-fach) (38,74 mmHg (+/- 12,98)) auf. Signifikant höher zum Standard 
waren die Reißfestigkeit von PRP-Gelen (25-fach) mit 91,14 mmHg (+/-28,42) und -
PPP-Gelen (25-fach) mit 72,53 mmHg (+/-19,42). Die-PRP-Gele (25-fach) haben somit 
den höchsten Wert erreicht. 
 
 
Abbildung 9: Reißfestigkeit. Einfluss unterschiedlicher zellfreier Plasmagele auf die mechanische 
Stabilität (*<0,05, n≤3). 
 
Bei der Überführung der Gele in die Messkammer wurde schon die unterschiedliche 
Festigkeit der Gele deutlich. In Abbildung 10 sind die unterschiedlichen Gele, nach dem 
Lösen aus der Well-Platte dargestellt. Je höher die Konzentration der PRP- und PPP- 
Gele, desto fester die Konsistenz und desto milchiger die Farbe. Die Messungen wurden 
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erschwert, da es sehr schwierig war, die Gele atraumatisch in die Messkammer zu 
überführen. In einigen Fällen sind die Gele schon vor der Messung gerissen. Außerdem 
kam es auch zu „Verletzungen“ der Gele beim Einspannen in die Kammer, welches eine 
Messung ebenfalls unmöglich machte. Zudem zeigen die höher konzentrierten Gele eine 
plastisch und nicht elastische Beschaffenheit, was dazu führte, dass der Mittelteil dieser 
Gele durch das Austrittsloch der Kammer ausgestanzt wurden und so eine Messung 
ebenfalls nicht möglich war. Um in Zukunft bessere und konsistentere Ergebnisse zu 
erzielen, ist es sinnvoll, ein neues, besser geeignetes Messinstrument zu verwenden bzw. 
zu entwickeln. 
 
 
Abbildung 10: Plasmagele nach der Polymerisation. Von links nach rechts: PRP-Gel (4-fach), PPP-
Gel (4-fach), PRP-Gel (12-fach), PPP-Gel (12-fach), PRP-Gel (25-fach) und PPP-Gel (25-fach). 
 
4.2. Biomechanische Untersuchung unterschiedlicher 
zellbesiedelte Plasma-Gele 
Zur Bestimmung der Reißfestigkeit zellbesiedelter Gele wurde derselbe Test wie mit 
unbesiedelten Gelen durchgeführt. Die zellbesiedelten Plasma-Gele wurden über sieben 
und vierzehn Tage einmal in FCS-haltigem Medium und einmal in FCS-freiem Medium 
kultiviert.  
Die Messungen der Gele waren problematisch. Vor allem die niedrig konzentrierten Gele 
haben sich während der Kultivierungszeit von den Wänden der Well-Platten abgelöst 
und sind durch das Wachstum der Zellen kontrahiert (Abbildung 11). So konnten diese 
Gele nicht gemessen werden. Bei den höher konzentrierten Gelen war wie schon zuvor 
beschrieben das Problem, das atraumatische Entfernen aus den Wells und das 
Überführen in die Messkammer, sowie die Plastizität der Gele. Das bedeutet, dass ein 
Großteil der Gele nicht gemessen werden konnte. Die 12-fach und 25-fach 
konzentrierten Plasma-Gele machten rein optisch einen festen und stabilen Eindruck, 
 konnten jedoch häufig den mechanischen Belastungen bei
Messkammer nicht standhalten.
Ausstanzen des Gel-Mittelteils.
Messung dieser Gele war so gut wie nicht möglich. 
Schwierigkeiten sind in Abbildung 
12-fach und 25-fach nach 14 Tagen Kultivierungszeit aufgeführt.
 
Abbildung 11: Von den Wänden der Well
 
Nach sieben Tagen Kultivierung zeigen die Gele eine starke Instabilität
meisten Gelen unmöglich machte
aufgeführten Proben ließen weniger als 3 Messungen zu und werden hie
Für Gele, die in FCS-freiem Medium
werden: PRP-Gele (12-fach) 
(+/- 13,4), PPP-Gele (4-fach)
erreichten 29,43 mmHg (+/
folgende Werte gemessen: 
Reißfestigkeit von 14,42 mmHg (+/
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fach) 18,79 mmHg (+/- 6,08) und für PFP
mmHg (+/- 10,67) gemessen werden.
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Plasma-Gele, wird deutlich, da
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unterscheiden sich ebenfalls deutlich voneinander und erreichten jeweils eine mittlere 
Reißfestigkeit von 21,82 mmHg (+/- 1,1) und 46,29 mmHg (+/-12,55). Für PPP-Gele 
(25-fach) wurden Werte von 36,06 mmHg (+/- 11,86) und 73,34 mmHg (+/- 22,03) 
gemessen. Zwischen den 12-fach und 25-fach konzentrierten PRP- und 12-fach - und 25-
fach konzentrierten PPP-Gelen ist somit so gut wie kein Unterschied, jedoch weisen 
diese Gele im Vergleich zu PFP/Fibrin-Gelen eine deutlich höhere Stabilität. 
 
 
Abbildung 12: Reißfestigkeit. Einfluss unterschiedlicher, zellbesiedelter Plasmagele auf die 
mechanische Stabilität , nach 14 Tagen Kultivierungszeit (*<0,05, n≤3). 
 
4.3. Rasterelektronen Mikroskopie - Untersuchung der 
Mikrostruktur unterschiedlicher Gele 
Zur Untersuchung der Mikrostruktur der unterschiedlichen Fibrin- und Plasma-Gele 
wurden rasterelektronenmikroskopische Bilder angefertigt (Abbildung 13). Als 
Kontrollen wurden kommerziell erhältliches Fibrinogen (Calbiochem®) und 
PFP/Fibrin-Gele verwendet. Die Kontrollen weisen eine ähnliche 3D-Struktur auf, 
wohingegen das PFP/Fibrin-Gel eine dichtere Netzstruktur aufweist und das Fibringel 
(Calbiochem®) dickere Fibrinfäden aufzeigt. Die Fibrinfäden beider Gele haben eine 
glatte Oberfläche. Gele aus PPP und PRP weisen eine raue Oberfläche auf, wobei die 
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Konzentration keinen Einfluss auf die Netzstruktur hat. Bei den PRP-Gelen kann in allen 
Konzentrationen die Anwesenheit von Thrombozyten gezeigt werden. Die 
Thrombozyten sind tief im Gel zu sehen, aber auch auf den Gelen. Es kann zwischen 
aktivierten (Ausbildung von Pseudopoden) und inaktiven (runde Form) Thrombozyten 
unterschieden werden (Abbildung 14). 
 
Abbildung 13: REM-Aufnahmen unterschiedlicher Plasmagele. Skala 2 µm. 
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Abbildung 14: REM-Aufnahmen von PRP-Gelen in 12-facher und 25-facher Konzentration. Die 
roten Pfeile auf den linken Aufnahmen zeigen Thrombozyten in aktiviertem Zustand und rechts im 
inaktiven Zustand. Skalen obere Bildreihe 2 µm und untere Bildreihe 5 µm. 
 
4.4. Immunhistologie - Einfluss unterschiedlicher Gele auf die 
Gewebeentwicklung von Myofibroblasten/HUASMCs 
Um den Einfluss der verschiedenen Plasma-Gele auf die Zell- und Gewebeentwicklung zu 
untersuchen, wurden zellbesiedelte Plasma- und Fibrin-Gele über 7 und 14 Tage 
kultiviert und anschließend mit Antikörpern gegen α-Smooth Muscle Actin (α-SMA) und 
Typ I Kollagen angefärbt (Abbildung 15-Abbildung 19). In einem Versuchsansatz wurde 
FCS-haltiges Medium verwendet und in einem zweiten Versuchsansatz FCS-freies 
Medium. Zur Anfärbung der Zellkerne wurde 4',6-Diamidino-2-Phenylindole (DAPI) 
verwendet. 
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Zellen, die in PFP/Fibrin-Gelen kultiviert wurden, sind positiv für α-SMA (rot) und für 
Typ I Kollagen (grün) (Abbildung 15). Die in FCS-haltigem Medium kultivierten Proben 
zeigen am Rand der Probe ein deutliches Signal für α-SMA (Abbildung 15 A, E). Das 
Signal für α-SMA ist bei Proben in FCS-freiem Medium punktuell verteilt (Abbildung 15 
B, F). Eine bessere Gewebeentwicklung ist bei Proben mit FCS-haltigem Medium zu 
beobachten (Abbildung 15 C, G). Das Signal für Typ I Kollagen weist hier eine klare 
Strukturiertheit auf. Im Gegensatz dazu zeigen die Proben kultiviert ohne FCS lediglich 
eine diffuse Hintergrundfärbung des Gels auf (Abbildung 15 D, H). 
Die in PPP-Gelen kultivierten Zellen sind positiv für α-SMA (rot) und Typ I Kollagen 
(grün) (Abbildung 16, Abbildung 17). Mit aufsteigender Konzentration des PPP-Gels von 
4-fache auf 12-fache Konzentrierung zeigt sich ein deutlicheres Signal für α-SMA, 
unabhängig vom Kultivierungsmedium und der Kultivierungsdauer (Abbildung 16 A-C 
und G-I, Abbildung 17 A-C und G-I). PPP-Gele in 4-facher Konzentrierung zeigen nur ein 
sehr schwaches Signal beschränkt auf den Randbereich des Gels und die anderen Proben 
zeigen ein über die Probe verteiltes starkes Signal. Das Signal für Typ I Kollagen ist bei 
allen Proben sichtbar. Ein Unterschied wie bei α-SMA zur am niedrigsten konzentrierten 
Probe kann nicht festgestellt werden. Das Signal für Typ I Kollagen ist nach 7 Tagen 
Kultivierungszeit diffus über die Proben verteilt (Abbildung 16 D-E, J-L). Eine Ausnahme 
zeigt die PPP-Probe (4-fach) kultiviert in FCS-haltigem Medium, hier ist schon eine klare 
Strukturiertheit zu sehen. Alle anderen Proben zeigen erst nach 14 Tagen eine deutliche 
Strukturiertheit für Typ I Kollagen (Abbildung 17 D-F, J-L). Wobei Proben, die in FCS-
haltigem Medium kultiviert wurden, ein stärkeres Signal aufweisen. Bei allen Proben ist 
durch die DAPI-Färbung deutlich eine starke Proliferation der Zellen von 7 auf 14 Tage 
zu beobachten.  
Die in PRP-Gelen kultivierten Zellen sind positiv für α-SMA und Typ I Kollagen 
(Abbildung 18, Abbildung 19). Das Signal für α-SMA ist nach 7 Tagen Kultivierung 
gleichmäßig über die Proben verteilt und es ist kein deutlicher Unterschied zwischen 
den unterschiedlichen Konzentrationen der Gele zu beobachten (Abbildung 18 A-C, G-I). 
Nach 14 Tagen ist das Signal für α-SMA für Proben kultiviert ohne FCS nicht mehr so 
stark, es ist nur noch punktuell. FCS-haltige Proben zeigen weiterhin deutliche Signale 
für α-SMA auf. Für Typ I Kollagen ist das Signal bei den 7 Tage Proben sehr ähnlich 
unabhängig von Kultivierungsmedium und Dauer (Abbildung 18 D-F, J-L). Erst nach 14 
Tagen ist bei den in FCS-haltigem Medium inkubierten Proben einen Strukturierung zu 
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erkenne, die auf Gewebebildung hinweist (Abbildung 19 J-K). Proben in FCS-freiem 
Medium zeigen nicht diese deutliche Veränderung von 7 auf 14 Tage (Abbildung 19 D-
F).  
Zusammenfassend zeigt sich das die Plasma-Gele gegenüber den PFP/Fibrin-Gelen einen 
bessere Entwicklung auch ohne FCS zeigen, jedoch FCS die Zell- und Gewebeentwicklung 
in Plasma-Gelen noch steigert. 
 
Abbildung 15: Fluoreszenzaufnahmen zellbesiedelter PFP/Fibrin-Gele über 7 (A-D) und 14 Tage 
(E-H). Färbung gegen α-SMA (Rot), Typ I Kollagen (grün) und DAPI (blau) als Kernfärbung. (A, C) 
PFP/Fibrin kultiviert in DMEM+10 % FCS über 7 Tage, (B, D) PFP/Fibrin kultiviert in DMEM über 7 
Tage, (E, G) PFP/Fibrin kultiviert in DMEM+10 % FCS über 14 Tage, (F, H) PFP/Fibrin kultiviert in 
DMEM über 14 Tage; Skala 100 µm; (Negativkontrollen im Anhang 8.3). 
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Abbildung 16: Fluoreszenzaufnahmen zellbesiedelter PPP-Gele über 7 Tage. Färbung gegen alpha-
SMA (Rot), Typ I Kollagen und DAPI (blau) als Kernfärbung . (A, D) -PPP-Gel (4-fach) kultiviert in 
DMEM, (B, E) PPP-Gel (12-fach) kultiviert in DMEM, (C, F) -PPP-Gel (25-fach) kultiviert in DMEM, 
(G, H) PPP-Gel (4-fach) kultiviert in DMEM+10 % FCS, (H, K) PPP-Gel (12-fach) kultiviert in 
DMEM+10 % FCS, (I, L) PPP-Gel (25-fach) kultiviert in DMEM+10 % FCS; Skala: 100 
µm;(Negativkontrollen im Anhang 8.3). 
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Abbildung 17: Fluoreszenzaufnahmen zellbesiedelter PPP-Gele über 14 Tage. Färbung gegen 
alpha-SMA (Rot), Typ I Kollagen und DAPI (blau) als Kernfärbung . (A, D) -PPP-Gel (4-fach) 
kultiviert in DMEM, (B, E) PPP-Gel (12-fach) kultiviert in DMEM, (C, F) PPP-Gel (25-fach) kultiviert 
in DMEM, (G, H) PPP-Gel (4-fach) kultiviert in DMEM+10 % FCS, (H, K) PPP-Gel (12-fach) kultiviert 
in DMEM+10 % FCS, (I, L) PPP-Gel (25-fach) kultiviert in DMEM+10 % FCS; Skala: 100 µm; 
(Negativkontrollen im Anhang 8.3). 
 
 
 
 
Ergebnisse 
 
 
43 
 
 
 
 
 
Abbildung 18: Fluoreszenzaufnahmen zellbesiedelter PRP-Gele über 7 Tage. Färbung gegen alpha-
SMA (rot), Typ I Kollagen und DAPI (blau) als Kernfärbung . (A, D) PRP-Gel (4-fach) kultiviert in 
DMEM, (B, E) PRP-Gel (12-fach) kultiviert in DMEM, (C, F) PRP-Gel (25-fach)kultiviert in DMEM, (G, 
H) PRP-Gel (4-fach) kultiviert in DMEM+10 % FCS, (H, K) PRP-Gel (12-fach) kultiviert in DMEM+10 
% FCS, (I, L) PRP-Gel (25-fach) kultiviert in DMEM+10 % FCS; Skala: 100 µm; (Negativkontrollen im 
Anhang 8.3). 
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Abbildung 19 Fluoreszenzaufnahmen zellbesiedelter PRP-Gele über 14 Tage. Färbung gegen alpha-
SMA (rot), Typ I Kollagen und DAPI (blau) als Kernfärbung . (A, D) PRP-Gel (4-fach) kultiviert in 
DMEM, (B, E) PRP-Gel (12-fach) kultiviert in DMEM, (C, F) PRP-Gel (25-fach)kultiviert in DMEM, (G, 
H) PRP-Gel (4-fach) kultiviert in DMEM+10 % FCS, (H, K) PRP-Gel (12-fach) kultiviert in DMEM+10 
% FCS, (I, L) PRP-Gel (25-fach) kultiviert in DMEM+10 % FCS; Skala: 100 µm; (Negativkontrollen im 
Anhang 8.3). 
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4.5. Hydroxyprolin-Assay - Einfluss unterschiedlicher Gele auf 
die EZM-Bildung von Myofibroblasten/HUASMCs 
Der Einfluss der verschiedenen Plasma-Gele auf die Bildung von Kollagen durch 
Myofibroblasten/HUASMCs wurde durch Hydroxyprolin-Tests ermittelt (Abbildung 20). 
Dazu wurden zwei Versuchsreihen durchgeführt: in Versuchsreihe 1 wurde dem 
Medium 10 % FCS zugesetzt (Abbildung 20 A) und in Versuchsreihe 2 wurde FCS-freies 
Medium (Abbildung 20 B) während der Kultivierungsdauer von 7 und 14 Tagen 
verwendet. PFP/Fibrin-Gele dienen als Kontrolle. 
Alle Proben kultiviert mit 10 % FCS (Abbildung 20 A) haben nach siebentägiger 
Kultivierungszeit im Vergleich zur Kontrolle einen signifikant höheren 
Hydroxyprolingehalt erreicht. Eine Ausnahme bilden die 4-fach konzentrierten PRP-Gele 
(0,376 µg/mg Gel), welche einen ähnlichen durchschnittlichen Hydroxyprolingehalt wie 
die Kontrollgele (0,409 µg/mg Gel) haben. Den höchsten Wert erreichten PRP-Gele (25-
fach) mit 1,6 µg/mg Gel (+/- 0,22) knapp gefolgt von PPP-Gelen (4-fach) mit 1,5 µg/mg 
Gel (+/-0,26). PRP-Gele (12-fach) erreichten 0,871 µg/mg Gel (+/-0,91), PPP-Gele (12-
fach) 1,33 µg/mg Gel (+/-0,13) und PPP-Gele (25-fach) 1,38 µg/mg Gel (+/-0,022). Nach 
14 Tagen Kultivierungszeit erreichen 25-fach konzentrierten-PRP-Gele einen signifikant 
höheren Wert (1,568 µg/mg Gel (+/-0,11)) als die Kontrolle (1,3 µg/mg Gel (+/-0,11)). 
Im Vergleich zur Kontrolle sind alle anderen Werte nicht signifikant gestiegen. 4- und 
12-fach konzentrierte PRP-Gele erzielten 0,49 µg/mg Gel (+/-0,08) bzw 1,26 µg/mg Gel 
(+/-0,06). Gemessene Durchschnittswerte für 4-, 12- und 25-fach konzentrierte PPP-
Gele betrugen 1,01 µg/mg Gel (+/-0,19), 1,18 µg/mg Gel (+/-0,18) und 1,25 µg/mg Gel 
(+/-0,22). Nur die Kontrollen haben eine signifikante Steigerung des durchschnittlichen 
Hydroxyprolingehaltes von 7 auf 14 Tagen erreichen können. Bei allen anderen Proben 
konnten kaum Änderungen in den Werten gemessen werden. Zudem ergibt sich auch 
kein signifikanter Unterschied zwischen PPP- und PRP-Gelen. 
In Versuchsreihe 2 (Abbildung 20 B) sind alle Proben nach 7 Tagen Kultivierung 
signifikant höher als die PFP/Fibrin-Kontrollgele. Es zeigt sich ein eindeutiger Trend: je 
höher das Gel konzentriert ist, desto höher ist der durchschnittliche 
Hydroxyprolingehalt. Eine Ausnahme bilden PPP-Proben (25-fach). Sie sind nicht 
signifikant unterschiedlich zur Kontrolle und erreichten durchschnittlich nur 0,61 µg 
/mg Gel (+/-0,21). Für PFP/Fibrin-Proben wurde der Wert 0,372 µg/mg Gel (+/-0,13) 
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ermittelt. PRP-Gele (4-fach) erreichten 0,854 µg/mg Gel (+/-0,08), PRP-Gele (12-fach) 
1,1 µg/mg Gel (+/-0,15) und PRP-Gele (25-fach) 1,4 µg/mg Gel (+/-0,31). PPP-Gele (4-
fach) haben einen durchschnittlichen Hydroxyprolingehalt von 1,26 µg/mg Gel (+/-0,42) 
und PPP-Gele (12-fach) 1,41 µg/mg Gel (+/-0,21). Nach 14 Tagen Kultivierung sind alle 
Proben signifikant höher als die Kontrolle (0,19 µg/mg Gel (+/- 0,078)). Die 
durchschnittlich höchsten Hydroxyprolinwerte wurden von PRP-Gelen (25-fach) mit 
10,88 µg/mg Gel (+/- 1,72)(nicht im Diagramm angezeigt), PPP-Gelen (12-fach) mit 2,49 
µg/mg Gel (+/-0,27) und PPP-Gelen (25-fach) mit 2,59 µg/mg Gel (+/-0,33) erreicht. 4-
fach konzentrierte PRP-Gele erreichten einen durchschnittlichen Hydroxyprolingehalt 
von 0,84 µg/mg Gel (+/-0,16) und 2-konzentrierte PRP-Gele 1,2 µg/mg Gel (+/-0,07).  
 
 
 
Abbildung 20: Hydroxyproline-Test. Einfluss verschiedener Plasma-Gele auf die Kollagensynthese 
von HUASMCs über 7 und 14 Tage Kultivierungszeit; (A) Medium mit 10 %FCS; (B) Medium ohne 
FCS(*p<0,05, **p<0,01, n≤3). 
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Auffällig ist nach 14 Tagen Kultivierung, dass der Hydroxyprolingehalt der PPP-Gele 
kultiviert in FCS-freiem Medium deutlich höher ist als der Gehalt der PPP-Gele im FCS-
haltigem Medium. Das gleiche gilt für die 25-fach konzentrierten PRP-Gele. Eindeutig 
zeigen die Ergebnisse, dass Gele die Plättchen enthalten bzw. deren Fibrinogenpellets in 
Plasma resuspendiert sind, auch ohne Zugabe von FCS im Medium Hydroxyprolin bilden, 
jedoch die Kontrolle (Plättchenfreie Gele) auf FCS angewiesen sind, um Hydroxyprolin 
zu bilden. Außerdem wird deutlich, dass die Konzentration der Gele bei PPP-Gelen 
keinen Einfluss auf die Kollagenproduktion hat, da die Werte in allen drei 
Konzentrationen ähnlich hoch sind. Hingegen bei PRP-Gelen steigt mit der 
Konzentration auch der Hydroxyprolingehalt. Hier wird deutlich das 25-fach 
konzentrierte PRP-Gele nach 7 und nach 14 Tagen Kultivierung die höchsten Werte 
erreichen. 
 
4.6. Indirekter XTT-Assay: Einfluss unterschiedlicher Plasma-
Gele auf die Proliferation von Myofibroblasten/HUASMCs 
Um den Einfluss der Plasma-Gele auf die Proliferation der Myofibroblasten/HUASMCs zu 
testen, wurde ein indirekter XTT-Assay durchgeführt. Dazu wurden zwei 
unterschiedliche Testmedien hergestellt: zum einen wurde DMEM mit 10 % FCS und 
den entsprechenden Plasmagelen inkubiert und zum anderen wurde DMEM ohne FCS 
mit den entsprechenden Gelen inkubiert. So konnte unterschieden werden, ob FCS für 
die Proliferation oder die aus den Plasma-Gelen in das Medium abgegebenen Substanzen 
die Proliferation beeinflussen. 
In Abbildung 21 sind die Testergebnisse dargestellt. Proben, die mit FCS-haltigem 
Testmedium kultiviert wurden, zeigen eine stark signifikant höhere Proliferation im 
Vergleich zum Standard (Abbildung 21 A). Jedoch ist die Proliferation innerhalb der 
Probengruppen nur sehr gering. Proben, die mit FCS-freiem Testmedium kultiviert 
wurden, zeigen im Vergleich zum Standard eine stark signifikant erhöhte Proliferation 
und auch die Proliferation innerhalb einer Probengruppe steigt kontinuierlich von Tag 2 
bis Tag 6 (Abbildung 21 B). PPP und PRP haben einen proliferativen Effekt auf die 
Zellen, wohingegen PFP/Fibrin dies nicht hat. Das heißt, die Proliferation ist unabhängig 
davon, ob Plättchen im Gel vorhanden waren, jedoch ist sie abhängig davon, ob die 
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Fibrinogenpellets in Plasma oder Puffer resuspendiert wurden. Das heißt, das die von 
Plasmagelen ins Medium abgegebenen Stoffe positiv beeinflussen. 
 
 
Abbildung 21: Indirekter Proliferations-Test. Einfluss der unterschiedlichen Plasma-Gele auf die 
Proliferation von Myofibroblasten/HUASMCs. Die Tests wurden an den Tagen 2, 4, 6 nach 
Testmediumzugabe durchgeführt; (A) Medium mit 10 %FCS; (B) Medium ohne FCS (**p<0,01, n≤3). 
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4.7.  Einfluss von bFGF und TGF- β auf 
Myofibroblasten/HUASMCs 
 
4.7.1.  Nachweis der bFGF- und TGF-β-Rezeptoren 
Zum Nachweis der Rezeptoren für bFGF und TGF-β auf Myofibroblasten/HUASMCs 
wurde eine FACS–Analyse durchgeführt (Abbildung 22). Die Zellen wurden mit 
monoclonal anti-human FGF R2-Phycoerythrin bzw monoclonal anti-human TGF-beta RII-
Phycoerythrin gelabelt. 
Die Analyse der Histogramme zeigt, dass die Zellen die Rezeptoren für bFGF tragen, 
sowohl in Passage 0 sowie in Passage 4. Für die Rezeptoren von TGF-β waren die 
Nachweise negativ, sowohl bei der Ablösung der Zellen durch  als auch bei mechanischer 
Ablösung der Zellen von den Platten. Die mechanische Ablösung diente als Kontrolle, um 
auszuschließen, dass Trypsin die Rezeptoren zerstört. Aufgrund dieses Ergebnisses 
wurden keine weiteren Versuche zum Einfluss von TGF-β auf 
Myofibroblasten/HUASMCs durchgeführt. Alle nachfolgenden Versuche beziehen sich 
auf den Einfluss von bFGF auf Myofibroblasten/HUASMCs. 
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Abbildung 22: Histogram  von HUASMCs. Zellen sind mit monoclonal anti-human FGF R2-
Phycoerythrin bzw. monoclonal anti-human TGF-beta RII-Phycoerythrin gelabelt. Overlays der 
Isotypkontrollen (grau hinterlegt) und der Proben (schwarze Line) zeigen die Anwesenheit von 
bFGF-Rezeptoren und die Abwesenheit von TGF-β–Rezeptoren. 
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4.7.2. Nachweis von bFGF im Mediumüberstand über 7 Tage 
Die Freisetzung von bFGF aus verschiedenen zellfreien Plasma-Gelen über 7 Tage 
Kultivierungszeit wurde mit Hilfe eines ELISA-Tests ermittelt (Abbildung 23). Proben 
wurden an den Tagen 1, 4 und 7 entnommen und bis zur Messung bei -20 °C aufbewahrt. 
Nach jeder Probenentnahme wurde das Medium gewechselt. 
 
 
Abbildung 23: ELISA. bFGF-Freisetzung über 7 Tage Kultivierung in FCS-freiem Medium. 
Mediumwechsel fand nach jeder Probennahme statt (Tag 1, 4, 7).  
 
Überstände von PRP-Gele und PPP-Gele (4-fach) zeigen über den Versuchszeitraum nur 
leichte Schwankungen und unterscheiden sich nicht signifikant voneinander. Die Werte 
liegen zwischen 4,2 ng/mL und 5,8 ng/mL und liegen somit im Vergleich mit den 
anderen Proben am niedrigsten. Die Überstande der 12-fach konzentrierten PRP-Gele 
zeigen an den ersten beiden Messtagen ähnliche Durchschnittswerte: 6,6 ng/mL (+/- 
1,8), 7,2 ng/mL (+/- 3,1) und am Tag 7 sinkt der Messwert auf 2,7 ng/mL (+/- 1,0) ab. 
Bei Proben aus Überständen von PRP-Gelen (25-fach) sind die Ergebnisse an den ersten 
beiden Messtagen fast gleich (8,7 ng/mL (+/- 1,3), 9,3 ng/mL (+/- 4,3)) und am letzten 
Messtag sinkt der Wert auf 4,5 ng/mL (+/- 2,1). Anzumerken ist hier, dass der Messwert 
von 25-fach konzentrierten PRP-Gelen eine sehr hohe Standardabweichung hat, was 
vermutlich mit einem Messfehler zusammenhängt. Im Überstand der PPP-Gele (12-fach) 
wurde am ersten Messtag ein Wert von 5,2 ng/mL (+/- 2,1) gemessen, der sich am 
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Messtag 4 auf 7,7 ng/mL (+/- 3,0) erhöht hat, um am letztem Messtag auf 5,5 ng/mL (+/- 
2,5) abzusinken. Proben der Überstände von 25-fach konzentrierten PPP-Gelen zeigen 
über die Messtage eine leichte Steigerung von 5,1 ng/mL (+/- 2,2) auf 6,77 ng/mL (+/- 
1,4), wobei sich die Werte jedoch nicht signifikant unterscheiden. Der Versuch zeigt, 
dass durch die Plättchen im PRP die Menge an bFGF im Vergleich zu PPP einen höheren 
Wert hat und die Plättchen einen Art Depot für Wachstumsfaktoren darstellen. 
 
4.7.3. Einfluss von bFGF auf die mechanische Stabilität von 
zellbesiedelten Fibrin-Gelen 
Der Einfluss von bFGF auf die mechanische Stabilität der zellbesiedelten Fibrin-Gele 
(hergestellt aus kommerziellem Fibrinogen) wurde nach 7 und 14 Tagen 
Kultivierungszeit evaluiert (Abbildung 24). Nach einer siebentägigen Kultivierungszeit 
erreichte die Positivkontrolle (DMEM+10 % FCS) den höchsten Wert (59,47 mmHg (+/-
5,345)) und die Negativkontrolle den signifikant niedrigsten Wert (31,632 mmHg (+/-
9,009)). Alle anderen Proben lagen zwischen diesen Werten. Proben kultiviert in DMEM 
+10 % FCS + 0,1 ng/mL erreichten einen Wert von 43,808 mmHg (+/- 15,847) und 
Proben kultiviert in DMEM +10% FCS + 1 ng/mL 52,879 mmHg (+/-17,374). Beide 
Werte sind nicht signifikant unterschiedlich zu den Kontrollen und anderen Proben. 
Zellen die ohne FCS, jedoch mit der Zugabe von bFGF kultiviert wurden, erzielten Werte 
von 27,445 mmHg (+/-9,801) mit 0,1 ng/mL bFGF und 34,683 mmHg (+/-12,748) mit 
1 ng/mL bFGF als Mediumzusatz. Beide Werte sind signifikant kleiner als die 
Positivkontrolle. Zu einer Steigerung der Reißfestigkeit nach 14 Tagen Kultivierung kam 
es nur bei Proben mit DMEM + 10 % FCS + 0,1 ng/mL auf einen Wert von 57,05 mmHg 
(+/- 18,725) und bei Proben in DMEM+0,1 ng/mL auf einen Wert von 39,958 mmHg (+/- 
11,480)). Die Reißfestigkeit aller anderen Proben ist gesunken. Bei der Positivkontrolle 
konnte ein Wert von 40,568 mmHg (+/- 9,579) ermittelt werden, bei er Negativkontrolle 
15,303 mmHg (+/- 8,020) und bei 0,1 ng/mL bFGF als Zusatz 35,730 mmHg (+/- 1,910) 
und 32,542 mmHg (+/- 1,896) bei 1 ng/mL Mediumzusatz. Keiner der Werte war 
signifikant höher als die Positivkontrolle. Ein positiver Einfluss von bFGF auf die 
Reißfestigkeit von zellbesiedelten Fibrin-Gelen kann ausgeschlossen werden. Allgemein 
ist anzumerken, dass die Gele eine eher plastische als elastische 
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Konsistenz/Beschaffenheit aufwiesen und schon beim Überführen und einspannen in 
die Messkammer beschädigt wurden und so die Zahl der messbaren Proben verringert 
wurde. Es sind die gleichen Probleme wie weiter oben in Abschnitt 4.2 beschrieben 
aufgetreten. 
 
 
Abbildung 24: Einfluss von bFGF auf die Reißfestigkeit von zellbesiedelten Fibrin-Gelen über 7 und 
14 Tage Kultivierungszeit,  (*p<0,05, **p<0,01, n≤3). 
 
4.7.4. Einfluss von bFGF auf die Bildung von Kollagen durch 
Myofibroblasten/HUASMCs in Fibrin-Gelen 
Um den Einfluss von bFGF auf die Bildung von Kollagen durch 
Myofibroblasten/HUASMCs in Fibrin-Gelen zu messen, wurde ein Hydroxyprolin-Test 
durchgeführt (Abbildung 25). Gele, die in DMEM + 10% FCS kultiviert wurden, dienen 
als Positivkontrolle und Gele kultiviert in DMEM als Negativkontrolle. Nach 7 Tagen sind 
die Hydroxyprolinwerte der Proben, die in DMEM + 0,1 ng/mL (0,5 µg/mg Gel (+/-
0,07)) und in DMEM + 1 ng/mL (0,59 µg/mg Gel (+/-0,07)) kultiviert wurden, signifikant 
kleiner als die Positivkontrolle (1,03 µg/mg Gel (+/-0,08)). Proben kultiviert mit 10 % 
FCS und 0,1 ng/mL bFGF und 1 ng/mL bFGF erreichten 1,03 µg/mg Gel (+/-0,2) bzw 
1,16 µg/mg Gel (+/-0,09). Nach 14 Tagen Kultivierungszeit sind alle Proben signifikant 
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kleiner als die der Positivkontrolle. Nur bei der Positiv- und Negativkontrolle sowie den 
Gelen kultiviert in DMEM + 0,1 ng/mL konnte eine signifikante Steigerung des 
Hydroxyprolingehaltes von 7 auf 14 Tage verzeichnet werden. Die Positivkontrolle 
erreichte einen durchschnittlichen Hydroxyprolingehalt von 1,78 µg/mg Gel (+/-0,17) 
und die Negativkontrolle 1,38 µg/mg Gel (+/-0,19). Gele kultiviert in DMEM + 0,1 ng/mL 
erreichten einen durchschnittlichen Wert von 0,824 µg/mg Gel (+/-0,16) und Gelen 
kultiviert in DMEM + 1 ng/mL erzielten 0,765 µg/mg Gel (+/-0,14). Proben kultiviert mit 
Zusatz von 10% FCS und 0,1ng/mL bFGF wurden durchschnittlich 1,04 µg/mg Gel (+/-
0,14) ermittelt und mit 10 % FCS und 1 ng/mL bFGF 0,765µg/mg Gel (+/-0,15). Die 
Zugabe von bFGF hat keine steigernde Wirkung auf die Kollagensynthese. 
 
 
Abbildung 25: Hydroxyprolin-Test. Einfluss von bFGF auf die Kollagensynthese von 
Myofibroblasten/HUASMCs in Fibrin-Gelen über 7 und 14 Tage Kultivierungszeit (*p<0,05, 
**p<0,01, n≤3). 
 
4.7.5. Zytotoxtest 
Um den Einfluss von bFGF auf die Zytotoxizität von Myofibroblasten/HUASMCs zu 
testen, wurde ein Proliferations-, Nekrose- und Apoptose-Test durchgeführt (Abbildung 
26 A-C). Dazu wurden unterschiedliche Testmedien hergestellt (siehe Material und 
Methoden). Zellen kultiviert in FCS-haltigem Medium zeigten eine signifikant höhere 
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Proliferation (Abbildung 26 A) als die Negativkontrolle. Zellen, die in FCS-freiem 
Medium kultiviert wurden, nur mit bFGF als Mediumzusatz zeigten keine signifikante 
Erhöhung der Proliferation. Die Zellen zeigten keine Zeichen von Nekrose (Abbildung 26 
B) oder Apoptose (Abbildung 26 C) durch bFGF, alle Proben waren signifikant niedriger 
als die jeweiligen Positivkontrollen.  
 
 
Abbildung 26: Zytotoxizitätstest: Die Tests wurden an den Tagen 2, 4, 6 nach Testmediumzugabe 
durchgeführt. (A) Einfluss von bFGF auf die Proliferation von Myofibroblasten/HUASMCs gemessen 
mit einem XTT-Assay. (B) Einfluss von bFGF auf die Nekrose von Myofibroblasten/HUASMCs wurde 
mit einem Toxylight-Test gemessen. (C) Einfluss von bFGF auf Apoptose von 
Myofibroblasten/HUASMCs wurde mit einem caspase Glo3/7 Test untersucht. (**p<0,01, n=5). 
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4.8. Immunhistologie- Einfluss von bFGF auf die 
Gewebeentwicklung von Myofibroblasten/HUASMCs in 
Fibrin-Gelen 
Um den Einfluss von bFGF auf die Zell- und Gewebeentwicklung zu untersuchen, wurden 
zellbesiedelte Fibrin-Gele mit unterschiedlichen Medienzusätzen über 7 und 14 Tage 
kultiviert und anschließend gegen α-SMA und Typ I Kollagen angefärbt. Zur Anfärbung 
der Zellkerne wurde DAPI verwendet. Eine Versuchsreihe wurde mit FCS und bFGF in 
unterschiedlichen Konzentrationen und eine zweite Versuchsreihe ohne FCS und mit 
bFGF in unterschiedlichen Konzentrationen kultiviert (Abbildung 27, Abbildung 28). 
Alle Proben sind positiv für α-SMA bis auf Zellen, die in Fibrin-Gel und Medium ohne 
jegliche Zusätze kultiviert wurden (Abbildung 27 A, Abbildung 28 A). Tendenziell kann 
gesagt werden, dass das α-SMA-Signal bei Proben kultiviert in FCS-haltigen Medium 
gleichmäßig über die Proben verteilt sind (Abbildung 27 G-I, Abbildung 28 G-I) und bei 
Proben in FCS-freiem Medium mit Zugabe von bFGF ungleichmäßig und nur punktuell 
auftritt (Abbildung 27 A-C, Abbildung 28 A-C). Außerdem ist deutlich zu erkennen, dass 
die Kultivierung über 14 Tage in FCS-haltigem Medium, unabhängig von der Zugabe von 
bFGF zu einer deutlich höheren Zelldichte führt (Vgl DAPI-Färbung in Abbildung 27, 
Abbildung 28). Ebenso hatten alle Proben ein positives Signal für Typ I Kollagen 
(Abbildung 27 D-F, J-L, Abbildung 28 D-F. J-L). Proben, die in FCS-haltigem Medium 
kultiviert wurden zeigen nach 14 Tagen (Abbildung 28 J-L), eine deutliche 
Gewebeentwicklung im Vergleich zu den Proben nach sieben Tagen (Abbildung 
Abbildung 27 J-L). Hier zeigt sich einen gleichmäßige Anfärbung des Gels, welche jedoch 
keine Strukturiertheit aufweist. Gele kultiviert in FCS-freiem Medium (Abbildung 27 D-F, 
Abbildung 28 D-F) zeigen keine deutliche Gewebeentwicklung über 14 Tage, sondern 
eine Anfärbung des Gels, wie es bei den 7 Tage Proben in FCS-haltigem Medium zu sehen 
ist. Aus den Ergebnissen lässt sich schließen, dass bFGF keinen positiven Effekt auf die 
Zell-und Gewebeentwicklung hat. 
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Abbildung 27: Fluoreszenzaufnahmen zellbesiedelter Fibrin-Gele kultiviert mit unterschiedlichen 
Medienzusätzen. Kultivierung erfolgte über 7 Tage. Färbung gegen Alpha-Smooth-Muscle-Actin 
(rot α-SMA), Typ I Kollagen (grün) und DAPI (blau) als Kernfärbung. (A, D) Fibrin-Gel kultiviert in 
DMEM, (B, E) Fibrin-Gel kultiviert in DMEM +0,1ng/mL bFGF, (C, F) Fibrin-Gel kultiviert in DMEM 
1ng/mL bFGF, (G, H) Fibrin-Gel kultiviert in DMEM+10 % FCS, (H, K) Fibrin-Gel kultiviert in 
DMEM+10 % FCS+0,1ng/mL bFGF, (I, L) Fibrin-Gel kultiviert in DMEM+10 % FCS+1ng/mL bFGF. 
Skala: 100 µm; (Negativkontrollen im Anhang 8.3) 
 
 
 
 
Ergebnisse 
 
 
58 
 
 
 
Abbildung 28: Fluoreszenz Aufnahmen zellbesiedelter Fibrin-Gele kultiviert mit unterschiedlichen 
Medienzusätzen. Kultivierung erfolgte über 14 Tage. Färbung gegen Alpha-Smooth-Muscle-Actin 
(rot α-SMA), Typ I Kollagen (grün) und DAPI (blau) als Kernfärbung. (A, D) Fibrin-Gel kultiviert in 
DMEM, (B, E) Fibrin-Gel kultiviert in DMEM +0,1ng/mL bFGF, (C, F) Fibrin-Gel kultiviert in DMEM 
1ng/mL bFGF, (G, H) Fibrin-Gel kultiviert in DMEM+10 % FCS, (H, K) Fibrin-Gel kultiviert in 
DMEM+10 % FCS+0,1ng/mL bFGF, (I, L) Fibrin-Gel kultiviert in DMEM+10 % FCS+1ng/mL bFGF. 
Skala: 100 µm; (Negativkontrollen im Anhang 8.3) 
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4.9. Zusammenfassung der Ergebnisse 
Im Vergleich zum Standard (PFP/Fibrin) haben PPP und PRP einen positiven Einfluss 
auf die Zell- und Gewebeentwicklung, die Kollagensynthese sowie auf die Proliferation 
von Myofibroblasten/HUASMCs. Es ist jedoch darauf hinzuweisen, dass die positiven 
Effekte nicht allein auf die Plättchen zurückzuführen sind, sondern eher auf die schon im 
Plasma befindlichen Substanzen. Außerdem hat FCS die Ergebnisse der PPP-und PRP-
Proben bei einigen Versuchen zusätzlich gesteigert. 
Die hier verwendeten Zellen haben keine Rezeptoren für TGF-β, jedoch für bFGF. bFGF 
hat keinen Einfluss auf die mechanische Stabilität, die Zell- und Gewebeentwicklung, die 
Kollagensynthese sowie auf die Proliferation, Apoptose und Nekrose von 
Myofibroblasten/HUASMCs. 
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5. Diskussion 
Die Optimierung von Scaffoldmaterialien ist ein zentraler Aspekt im Tissue Engineering. 
Es konnte schon früher gezeigt werden, dass Fibrin als Scaffold entscheidende Vorteile 
mit sich bringt und vielversprechend Anwendung findet. Um die vorhandenen Nachteile 
zu umgehen und die Vorteile weiter zu optimieren, wurde in dieser Arbeit PRP, PPP 
sowie PFP/Fibrinogen als Ausgangsmaterialien vergleichend gegenübergestellt. 
5.1. Bestimmung der mechanischen Stabilität  
5.1.1. Zellfreie Plasma Gele 
Die mechanische Stabilität der unterschiedlichen Plasma-Gele wurde mit der 
Reißfestigkeitsmessung bestimmt. Wie schon im Ergebnisteil angesprochen, war die 
Messung der Proben problematisch. Die Messergebnisse haben sich innerhalb einer 
Probengruppe oft stark unterschieden, was zu den hohen Standardabweichungen führt. 
Gründe dafür sind der ungeeignete Aufbau des Messkammersystems, die Überführung 
der Gele in die Messkammer, sowie die Beschaffenheit der Gele. Es kam vor, dass beim 
Gießen der Gele Blasen entstanden. Diese Blasen beeinträchtigen die Homogenität der 
Gele und führen so zu einer Beeinträchtigung der Stabilität. Außerdem wiesen die hoch 
konzentrierten Gele (PRP und PPP) eine eher plastische als elastische Beschaffenheit 
auf. Aus der Literatur geht hervor, dass mit steigender Fibrinogenkonzentration der 
Fibrinclot steifer und weniger dehnbar ist, also eher plastische Eigenschaften aufweist84. 
Das führte dazu, dass einige Gele beim Einspannen in die Messkammer so beschädigt 
wurden, dass die Messung unmöglich war. Ähnliche Beobachtungen konnte auch Velada 
et al. 85 machen. Er beschreibt, dass die Reproduzierbarkeit bei der Herstellung 
schwierig ist, da Unterschiede in der Größe, Dicke und auch das Auftreten von 
Luftblasen dies erschweren und so die mechanische Stabilität maßgeblich beeinflussen. 
Schaut man sich die Bilder der Gele in Abschnitt 4.1 an, wird hier schon deutlich, welche 
Gele eine höhere Stabilität aufweisen. Gele mit einer hohen Konzentration weisen eine 
stabile Form auf und weniger konzentrierte Gele zeigen eine eher wässrige instabilere 
Formgebung auf. Das kann unter anderem daran liegen, dass die hoch konzentrierten 
Gele höchstwahrscheinlich einen höheren Anteil an Faktor XIII aufweisen. Dieser Faktor 
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stabilisiert die Fibrinfäden durch kovalente Bindungen zwischen den 
Fibrinmonomeren86. Außerdem kann davon ausgegangen werden, dass die 
hochkonzentrierten Gele einen höheren Fibrinogengehalt aufweisen und die höhere 
Reißfestigkeit gegenüber den niedrig konzentrierten Gelen erklärt werden kann. 
Wie im Material und Methoden-Teil beschrieben, werden die PFP/Fibrin-Gele und die 
25-fach konzentrierten PPP bzw PRP-Gele im gleichen Volumen resuspendiert. Jedoch 
werden die PPP- und PRP-Gele in Plasma resuspendiert und PFP/Fibrinogen in Puffer. 
Außerdem kommt hinzu, dass das PFP/Fibrin-Präzipitat mehrmals gewaschen wird, 
bevor es in Puffer resuspendiert wird. Im Plasma befindet sich Faktor XIII. Daher ist wie 
oben beschrieben der Faktor XIII Gehalt bei den PPP/PRP-Gelen höchstwahrscheinlich 
höher, obwohl der Konzentrationsfaktor der Lösungen derselbe ist. Diese Beobachtung 
bestätigt, dass die Fibrinogenkonzentration alleine nicht ausreicht bzw alleine 
ausschlaggebend ist, um die mechanische Stabilität zu steigern, sondern 
Plasmainhaltsstoffe, wie beispielsweise Faktor XIII mit ausschlaggebend ist. Diese 
Beobachtung machte auch schon Dickneite et al. 87. In dieser Studie wurde die Stabilität 
von Fibrinklebern in Abhängigkeit von Faktor XIII untersucht und es wurde festgestellt, 
dass Faktor XIII zu einer Verbesserung der mechanischen Stabilität des Fibrinklebers 
beitrug. Die erhöhte Stabilität wurde unter anderem auf die beschleunigte und 
verstärkte Quervernetzung des Fibrins durch Faktor XIII zurückgeführt. Auch Phillips et 
al. 88 beschreibt in seinem Review die positive Wirkung von Faktor XIII auf die 
mechanische Stabilität sowie die Beschleunigung und Verstärkung der Quervernetzung 
von Fibrin. Ausgehend von den Befunden in der Literatur kann auch in der vorliegenden 
Studie der Grund für die erhöhte mechanische Stabilität einiger Gele, unteranderem 
Faktor XIII sein.  
 
5.1.2. Zellbesiedelte Plasma-Gele 
Zur Bestimmung der Reißfestigkeit zellbesiedelter Plasma-Gele wurden die Proben über 
7 und 14 Tage in FCS-haltigem bzw. FCS-freiem Medium kultiviert. Es sollte festgestellt 
werden, ob die im Plasma vorhandenen Wachstumsfaktoren und andere bioaktive 
Substanzen wie Fibronektin ausreichend sind, damit die Zellproliferation sowie die 
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EZM-Bildung gesteigert und so die mechanische Stabilität der Konstrukte beeinflusst 
wird. 
Bemerkenswert ist, dass sich die meisten Proben nach einer Woche Kultivierung nicht 
messen ließen. Die Gele waren entweder so instabil, dass sie sich nicht in die 
Messkammer überführen ließen oder sich von den Wänden der Well-Platten abgelöst 
und zusammengezogen haben, und damit nicht mehr die ausreichende Größe hatten, um 
in die Kammer eingespannt zu werden. Das Zusammenziehen der Gele wird durch die 
Kontraktion von Myofibroblasten hervorgerufen 89. Dieser Effekt ist während der 
Wundheilung ganz normal. Er passiert während der proliferativen Phase in welcher 
Granulationsgewebe gebildet wird. Durch die Kontraktion ziehen sich die Wundränder 
zusammen und verkleinern so die Wunde, die einem Remodelierungsprozess 
unterzogen wird 89. Das Ablösen der Gele von den Wells konnte hauptsächlich bei den 
geringer konzentrierten Proben festgestellt werden. Das kann bedeuten, dass die 
niedrigere Konzentration (an Fibrinogen und Faktor XIII) einen schnelleren Abbau des 
Scaffolds begünstigt hat und die Zellen in diesem Zeitraum noch nicht genügend EZM 
aufgebaut hatten, um dem Konstrukt ausreichend Stabilität zu geben und so das Ablösen 
und Zusammenziehen der Gele im Well beeinflusst haben. Die Dauer von 7 Tagen kann 
durchaus zu kurz sein, um EZM in einem Maß aufzubauen, um eine ausreichende 
mechanische Stabilität zu erreichen. Da die höher konzentrierten Gele wahrscheinlich 
auch einen höheren Anteil an Fibrinogen sowie Faktor XIII haben, baute sich die Matrix 
hier vermutlich langsamer ab und die Zellen hatten mehr Zeit ausreichend zu 
proliferieren und EZM zu bilden, um dem Konstrukt ausreichend Stabilität für eine 
Messung zu geben. Allgemein ist bekannt das die Erhöhung der 
Fibrinogenkonzentration zu einer längeren Degradationszeit von Fibrin führt 84. Wie im 
vorigen Abschnitt besprochen hat Faktor XIII einen entscheidenden Einfluss auf die 
Stabilität des Fibrin-Gels. Physiologisch hat Faktor XIII auch noch die Funktion, alpha2-
Antiplasmin kovalent an Fibrin zu binden und so den Abbau durch Plasmin zu 
verhindern bzw hinauszuzögern 87. 
Deutlich wurde, dass die beim Gießen teilweise entstandenen Blasen ebenfalls dazu 
beitrugen, dass die Gele nicht für eine Messung geeignet waren. Die Stellen, an denen 
sich Blasen gebildet hatten, waren dünner oder es kam sogar zur Perforation (Abbildung 
29) der Gele. Diese Beobachtungen sind unabhängig von FCS-Gehalt des Mediums, so 
wie von der Kultivierungsdauer. Wie weiter oben schon beschrieben machte auch 
 Phillips et al. Blasenbildung für die Beeinträchtigung der mechanischen Stabilität 
verantwortlich88. 
 
 
Abbildung 29: Durch Luftblase perforiertes Plasma
 
Bei PFP/Fibrin-Gelen konnte nur nach 14
die mittlere Reißfestigkeit festgestellt werden. Das lässt darauf schließen, dass FCS für 
diese Art von Gel unbedingt notwendig ist, um entsprechende Festigkeit zu entwickeln.
Wie bei den unbesiedelten Gelen erreichten auch hier die hoch konzentrierten Gele die 
höchsten Werte. Jedoch muss darauf hingewiesen werden, da
die höchsten Werte erreichten. 
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5.2. Rasterelektronen 
Mikrostruktur unterschiedlicher Gele
Mit Hilfe der REM-Aufnahmen sollte die Mikrostruktur der unterschiedlichen Plasma
Gele verglichen werden. Die offensichtlichsten Unterschiede zwischen kommerziellem 
Fibrin, PFP/Fibrin-Gel und den restlichen Plasma
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Kommerzielle Fibrin- und PFP/Fibrin-Gele haben deutlich dickere Fasern als die Fasern 
der anderen Plasma-Gele. Sie weisen einen niedrigeren Vernetzungsgrad auf und die 
Oberfläche der Fibrinfasern ist glatt im Gegensatz zu denen der Plasma-Gele. 
Vernetzungsgrad, Faserdicke und Porengröße stehen in einem Zusammenhang. Je dicker 
die Fasern, desto größer sind die Poren und desto geringer ist der Vernetzungsgrad. 
Lord et al. beschreibt ein ähnliches Phänomen: Porengröße und Faserdicke hängen 
miteinander zusammen, das konnte durch REM-Aufnahmen ebenso wie durch 
Permeabilitätsuntersuchungen gezeigt werden 86. Da die PPP- und PRP-Gele in Plasma 
resupendiert werden, haben sie eine höhere Konzentration an Faktor XIII, als die Fibrin- 
bzw Fibrin/PFP-Gele, da diese in Puffer resuspendiert werden. Faktor XIII ist für die 
Quervernetzungen der Fibrinmonomere zuständig 34. Eine höhere Konzentration kann 
zu einem höheren Vernetzungsgrad führen. Neben dem im Plasma vorhandenen Faktor 
XIII sind ca. 50% der Gesamt-Faktor XIII-Menge in den Plättchen34, so ist bei den PRP-
Gelen der Gehalt an Faktor XIII nochmal erhöht. Durch die Aktivierung der Plättchen 
durch die Zugabe von Thrombin und Kalziumchlorid wird dann Faktor XIII (zusammen 
mit anderen Substanzen) freigesetzt und kann die Vernetzung zusätzlich verstärken und 
die Faserdicke und Porengröße beeinflussen. Neben Faktor XIII ist auch Fibronektin im 
Plasma vorhanden. Es kann an Fibrin binden und so Einfluss auf die Struktur und die 
mechanische Stabilität nehmen. Die Bindung von Fibronektin an Fibrin erfolgt über die 
α-Kette des Fibrinmoleküls. Außerdem geht man davon aus, dass durch Fibronektin die 
Zellmigration und Adhäsion vereinfacht wird 34. Daher ist es möglich, dass die 
Ultrastruktur der kommerziellen Fibrin-Gele, der PFP/Fibrin-Gele und der PPP-und 
PRP-Gele sich durch die Anwesenheit von Fibronektin unterscheiden bzw. beeinflusst 
werden. Da die Oberflächenbeschaffenheit der Gele, die in Plasma resuspendiert wurden 
zu denen in Puffer resuspendierten deutlich unterscheidet, ist davon auszugehen, dass 
Bestandteile im Plasma diese raue Oberfläche hervorrufen.  
Die Anwesenheit von Thrombozyten auf den REM-Aufnahmen zeigen aktivierte und 
inaktivierte Plättchen. Das bedeutet, dass die Aktivierung teilweise unvollständig war 
und das Potenzial durch die in den Thrombozyten vorhandenen Wachstumsfaktoren 
und Zytokine nicht voll ausgeschöpft werden konnte. Diese unvollständige Aktivierung 
kann unter anderem eine Erklärung für unerwartete Ergebnisse bzw hohe 
Standardabweichungen in dieser Arbeit sein. In der Literatur werden 
unterschiedliche/variierende Ergebnisse auch auf die unvollständige Aktivierung von 
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Thrombozyten zurückgeführt. Dadurch kann der Level an ausgeschütteten bioaktiven 
Substanzen stark schwanken und zu unterschiedlichen Resultaten führen 46-48. 
 
5.3. Immunhistologie-Einfluss unterschiedlicher Gele auf die 
Gewebeentwicklung von HUASMCs 
Zur Untersuchung der Zell- und Gewebeentwicklung von Myofibroblasten/HUASMCs in 
unterschiedlichen Plasma-Gelen wurden zwei verschiedene Versuchsansätze betrachtet. 
Eine Versuchsreihe wurde mit FCS-haltigem Medium kultiviert und eine zweite mit FCS-
freiem Medium, um zu untersuchen, ob die in PRP enthaltenen Faktoren ausreichend 
sind, um ähnliche Ergebnisse wie die in FCS-haltigem Medium kultivierten Proben zu 
erreichen. Wie erwartet zeigen die Plasma-Gele tendenziell gegenüber den PFP/Fibrin-
Gelen einen bessere Zell und Gewebeentwicklung. Zu berücksichtigen sind jedoch der 
Einfluss von FCS, ebenso wie Unterschiede durch die Konzentration der Plasma-Gele. 
Die Färbung der PFP/Fibrin-Gele, supplementiert mit FCS, deuten auf eine bessere Zell– 
und Gewebeentwicklung hin, im Vergleich mit den Proben kultiviert in FCS-freiem 
Medium. Das bedeutet bei dieser Art von Gelen ist der FCS-Zusatz nötig, um eine 
ausreichende Proliferation, Migration sowie Kollagensynthese zu erreichen. Bei den 
PPP- und PRP-Gelen ist der Unterschied zwischen den FCS-haltigen bzw. -freien Proben 
nicht so deutlich oder gar nicht vorhanden, was ein eindeutiges Indiz für die positive 
Wirkung dieser Gele auf die Zell– und Gewebeentwicklung ist. Grundsätzlich ist zu 
beobachten, dass die Zelldichte und somit auch die Proliferationsrate (da überall gleich 
Anfangszellzahl) bei PPP und PRP-Gelen gegenüber PFP/Fibrin-Gelen höher ist. 
Besonders bei den hoch konzentrierten Gelen (12-fach und 25-fach) ist dies auffällig. 
Das lässt den Schluss zu, dass PRP und PPP die Migration und Proliferation von 
Myofibroblasten beeinflussen. Caceraes et al. konnte ebenfalls zeigen, dass PRP und PPP 
die Migration von Fibroblasten positiv beeinflusst 90,91. Auch die wahrscheinliche 
Anwesenheit von Fibronektin in den PPP- und PRP-Gelen erklärt die erhöhte Zelldichte. 
Fibronektin bindet an Fibrin und erhöht so die Migration und Adhäsion von Zellen 34,42. 
Außerdem ist bekannt, dass die löslichen Faktoren aus vor allem PRP durchaus einen 
Ersatz für FCS darstellen können und die Proliferation verschiedener Zelltypen positiv 
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beeinflussen 64,92. Neben diesem Effekt ist zu berücksichtigen, dass der Einsatz von FCS 
reduziert werden muss, um mehreren Problemen zu begegnen. Zum einen ist die 
Herstellung aus ethischer Sicht problematisch und zweitens ist die Gefahr einer 
Übertragung von Viren und Prionen gegeben64,92. 
Die Signale für α-SMA unterscheiden sich bei den Proben teilweise erheblich, wobei die 
Kultivierungszeit anders als bei der Kollagenentwicklung keine Rolle spielte. Die 
Expression von α-SMA durch Zellen, die in PFP/Fibrin-Gelen kultiviert wurden ist durch 
FCS deutlich beeinflusst und zeigt vor allem in den Randbereichen der Gele ein 
gleichmäßig strukturiertes Bild. Bei FCS-freier Kultivierung sieht das Signal eher zufällig 
aus und ist nur bei einzelnen Zellen vorhanden. Bei den PPP-Gelen (4-fach) ist das Signal 
für α-SMA nur sehr rudimentär vorhanden, im Unterschied zu den sehr starken Signalen 
der 12-fach und 25-fach konzentrierten Gele. Diese Beobachtung ist unabhängig von 
FCS-Einsatz. Das kann bedeuten, dass Faktoren aus dem Plasma die Differenzierung von 
Myofibroblasten konzentrationsabhängig beeinflussen. PRP-Gele weisen hingegen in 
allen Konzentrationen deutliche Signale für α-SMA auf. Das kann bedeuten, das im 
Gegensatz zu PPP die Thrombozyten (bzw. die freigesetzten Substanzen aus den 
Thrombozyten) aus PRP die Expression von α-SMA zusätzlich beeinflussen und so auch 
bei den niedrig konzentrierten Gelen die Expression von α-SMA auftritt. Caceres et al. 
berichtet von einer Studie, bei welcher festgestellt wurde, dass PRP 
konzentrationsabhängig die Bildung von α-SMA stark stimuliert, d.h. die Differenzierung 
beeinflusst 90. Ebenso hat Kushida et al. festgestellt, dass PRP die Expression von α-SMA 
stimuliert und so die Differenzierung von Fibroblasten in Myofibroblasten beeinflusst 93.  
Die Signale für Kollagen sind bei allen Proben mit FCS stärker bzw strukturierter. Bei 
den 7-Tage Proben ist das Signal für Kollagen meist als diffuse Hintergrundfärbung des 
Gels zu sehen und nach 14 Tagen ist bei den meisten Proben eine Strukturiertheit 
festzustellen. Die Kollagensignale sind nach 14 Tagen bei den FCS-haltigen Proben 
stärker bzw sie weisen eine gewisse Strukturiertheit auf. Ein möglicher Grund dafür 
kann sein, dass die Plättchen nach der Lebensspanne von ungefähr 7 Tagen keine 
Wachstumsfaktoren mehr ausschütten können. Das bedeutet die Zellen werden ohne 
Zugabe von FCS nach ca. 7 Tagen nicht mehr ausreichend mit Nährstoffen bzw. 
Wachstumsfaktoren versorgt und die Zellen synthetisieren weniger oder kein Kollagen 
mehr. Die Kollagenentwicklung ist grundsätzlich bei den FCS-haltigen Proben besser als 
bei FCS-freien Proben. Jedoch zeigt der Vergleich von Plasma und PFP/Fibrin-Gelen in 
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FCS-freiem Medium eine bessere Kollagenentwicklung. Das entspricht den Erwartungen 
und spricht für den positiven Einfluss von Plasmainhaltsstoffen auf die Zell- und 
Gewebeentwicklung. Es ist zu berücksichtigen, dass die Bildung von Kollagen und 
anderen EZM-Bestandteilen nicht allein durch biochemische Signale angeregt werden, 
sondern auch durch mechanische Reize, wie Druck und Scherstress. Durch 
beispielsweise Oberflächenrezeptoren oder Integrine können die Zellen den 
mechanischen Stimulus verarbeiten 94,95. Das kann bedeuten, dass sich mit zusätzlichen 
mechanischen Reizen ein anderes Ergebnis zeigen würde.  
Abschließend lässt sich sagen, PPP- und PRP-Gele bessere Ergebnisse als der Standard 
PFP/Fibrin-Gel zeigt jedoch die Kombination aus PPP-Gel und FCS-haltigem Medium 
bzw PRP-Gel und FCS-haltigem Medium einen noch stärkeren proliferativen Effekt hat. 
Ebenso erleichtert es die Migration der Zellen durch das Scaffold und führt zu einer 
besseren Kollagenproduktion. Diese Kombination ist ein vielversprechendes 
Instrument, um den Standard PFP/Fibrin-Gel zu ergänzen und zu optimieren. 
 
5.4. Hydroxyprolin Assay- Einfluss unterschiedlicher Gele auf die 
EZM-Bildung von Myofibroblasten/HUASMCs 
Anhand von Hydroxyprolin Assays wurde die Bildung von Kollagen durch 
Myofibroblasten/HUASMCs in PFP/Fibrin- und Plasma-Gelen nach 7 und 14 Tagen in 
FCS-freiem und FCS-haltigem Medium untersucht. Eindeutig zeigen die Ergebnisse, dass 
die PPP- und PRP-Gele auch ohne Zugabe von FCS Hydroxyprolin bilden, jedoch die 
Kontrollen (PFP/Fibrin-Gele) auf FCS angewiesen sind, um Hydroxyprolin zu bilden. 
Dabei ist jedoch auffällig, dass die FCS-freien Proben (25-fach konzentriertes PRP, 12-
fach und 25-fach konzentriertes PPP) erst nach 14 Tagen einen ähnlich hohen Wert 
erreichen wie die FCS-haltigen Proben bereits nach 7 Tagen. Die FCS-haltigen Proben 
können aber keine weitere Steigerung des Hydroxyprolingehalts nach 14 Tagen 
aufweisen. Die PRP-Gele (25-fach, ohne FCS) fällen aus der Messreihe, da der 
durchschnittliche Hydroxyprolingehalt nach 14 Tagen ca. 5-mal so hoch ist wie die 
anderen Werte. Es ist möglich, dass hier ein Messfehler vorliegt, da kein anderes Gel 
einen so hohen Wert erreicht hat. Sieht man sich die anderen Ergebnisse an, ist es 
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wahrscheinlich, dass die Bildung von Hydroxyprolin ungefähr der Konzentration der 
anderen hochkonzentrierten PPP-Gele entspricht. 
Zusammenfassend zeigen die Ergebnisse, dass Plasma-Gele die Bildung von 
Hydroxyprolin und damit die Kollagensynthese im Vergleich zu PFP/Fibrin-Gelen 
stimulieren. Das bedeutet, es sind nicht die Wachstumsfaktoren aus den Thrombozyten 
alleine, die die Kollagensynthese stimulieren, sondern Faktoren, die außerdem im 
Plasma vorhanden sind. Anitua et al. hat ähnliche Ergebnisse mit Sehnen-Zellen 
gemacht. Diese Zellen wurden auf einer PP- und PR-Matrix kultiviert. Es wurde gleich 
viel Kollagen in beiden Scaffolds gebildet96. Ebenso hat Wirz et al. gezeigt, dass die 
Bildung von Kollagen nicht davon abhängt, ob PRP oder PPP genutzt wird39. Hier bleibt 
noch zu klären, welche Substanz diesen Einfluss hat oder ob es sich um mehrere 
Plasmainhaltsstoffe handelt. 
 
5.5. Indirekter XTT-Assay: Einfluss unterschiedlicher Plasma-
Gele auf die Proliferation von Myofibroblasten/HUASMCs 
Um einen eventuellen proliferativen Effekt der PRP und PPP Gele im Gegensatz zu den 
PFP/Fibrin-Gelen zu untersuchen, ist ein indirekter XTT-Assay durchgeführt worden. 
Dazu wurde Testmedium hergestellt und zwischen FCS-freiem und FCS-haltigem 
Medium unterschieden. 
Die Ergebnisse zeigen eindeutig, dass Zellen eine höhere Proliferationsrate aufweisen, 
wenn sie in mit PPP oder PRP hergestelltem Testmedium kultiviert wurden, als Zellen, 
die im, mit PFP hergestelltem Testmedium, kultiviert wurden. Diese Ergebnisse waren 
unabhängig von FCS als Mediumsupplement. Bei den Kontrollzellen (PFP/Fibrin) konnte 
mit FCS-Zugabe eine leichte Proliferation festgestellt werden, ohne FCS jedoch keine 
Proliferation. Diese Beobachtung zeigt, dass FCS allein zwar einen positiven Einfluss auf 
die Proliferation der Zellen hat, jedoch Plasmainhaltsstoffe die Proliferation noch 
zusätzlich stimulieren. Krasna et al. konnte ebenfalls zeigen, dass dermale Fibroblasten 
durch die Zugabe von PRP eine gesteigerte Proliferation im Gegensatz zu Kontrollzellen 
aufwiesen 97. PRP und PPP zeigten auch einen proliferativen Effekt bei Sehnen-Zellen im 
Vergleich zu Kontrollen. Der proliferative Effekt von PPP war geringer, aber noch höher 
als die der Kontrollen 96. Im Gegensatz dazu zeigten Wirz et al., das kein Unterschied in 
Diskussion 
 
 
69 
 
der Proliferation von Myofibroblasten feststellbar ist, wenn sie in Plasma- oder Fibrin-
Gelen wachsen 39. Hier ist zu berücksichtigen, dass das Zellkulturmedium mit FCS 
versetzt war und kein Vergleich zu FCS-freiem Medium angestellt wurde. 
 
5.6. Einfluss von bFGF und TGF-β auf HUASMCs 
5.6.1. Nachweis der bFGF- und TGF-β-Rezeptoren 
Beim Nachweis der Rezeptoren für bFGF und TGF-β ist nur der Nachweis für den bFGF-
Rezeptor positiv. Daher wurden alle nachfolgenden Versuche nur mit bFGF 
durchgeführt.  
Da ein Vergleich von mechanisch abgelösten Zellen mit durch Trypsin abgelösten Zellen 
durchgeführt wurde, konnte ausgeschlossen werden, dass Trypsin die 
Oberflächenrezeptoren beschädigt hat. Zusätzlich konnte ausgeschlossen werden, dass 
die Oberflächenrezeptoren über die Passagen verloren gegangen sind, da in Passage 0 
und Passage 4 ein Nachweis für die Rezeptoren durchgeführt wurde. Für bFGF war der 
Nachweis in allen Versuchen positiv und für TGF-β negativ. Für den PDGF-Rezeptor-β 
konnte in einer Studie von 2011 festgestellt werden, das er von Passage 0 auf Passage 4 
verloren ging 39. Wohingegen der Rezeptor für PDGF-α von Passage 0 an nicht 
vorhanden war. 
 
5.6.2. Nachweis von bFGF im Mediumüberstand über 7 Tage 
Zum Nachweis von bFGF in Medium inkubiert mit PRP- und PPP- Gelen, wurde zu drei 
verschiedenen Zeitpunkten über eine Woche Mediumüberstand abgenommen und mit 
einem ELISA-Test untersucht. bFGF konnte in allen Proben über den gesamten 
Versuchszeitraum nachgewiesen werden. Die Werte für PPP-Proben waren alle konstant 
und unterschieden sich nicht erheblich voneinander. Dieses Ergebnis war zu erwarten, 
da weniger Plättchen in diesen Proben als in den PRP-Proben waren. Bei den PRP-
Proben ist interessant, dass an Tag 1 und Tag 4 die bFGF-Menge konstant ist, wobei an 
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Tag 7 die Menge signifikant absinkt. Das lässt sich mit der Lebensdauer der 
Thrombozyten erklären, welche bei ca. 7 Tagen liegt. In diesem Zeitraum sind die 
Plättchen in der Lage, weiterhin Wachstumsfaktoren ins Medium abzugeben43. Auch ist 
zu beachten, dass nach jeder Probennahme das Medium gewechselt wurde, sodass die 
Messungen jedes Mal wiederspiegeln, wie viel „frisches“ bFGF freigesetzt wurde. Sehr 
auffällig sind die hohen Standardabweichungen. Das kann unter anderem auf die starke 
individuelle Variabilität zurückzuführen sein, wie schon bei Borzini et al., Eppley et al. 
und Weibrich et al. besprochen 46,56,98. Außerdem kann auch noch eine unvollständige 
Aktivierung der Plättchen der unterschiedlichen Proben dazu führen, dass das Level der 
Wachstumsfaktoren so verschieden ist 99. 
 
5.6.3. Einfluss von bFGF auf die mechanische Stabilität von 
zellbesiedelten Fibrin-Gelen 
Zur Bestimmung der Reißfestigkeit zellbesiedelter Fibrin-Gele (aus kommerziellem 
Fibrinogen), wurden die Proben über 7 und 14 Tage kultiviert. Die Proben wurden mit 
zwei unterschiedlichen Konzentrationen von bFGF inkubiert, wobei einmal FCS 
zugesetzt wurde und einmal FCS-freies Medium verwendet wurde. Dadurch soll gezeigt 
werden, ob bFGF die mechanische Stabilität der Fibrin-Gele positiv beeinflusst. An Hand 
der Ergebnisse kann ausgeschlossen werden, dass bFGF einen Einfluss auf die 
mechanische Stabilität der Fibrin-Gele hat, da die erzielten Werte der nur mit bFGF 
versetzten Proben im Bereich der Negativkontrolle lagen. Die mechanische Stabilität der 
mit FCS und bFGF versetzten Proben ist zwar nach 14 Tagen signifikant höher als die 
der Negativkontrolle, jedoch nicht höher als die der Positivkontrolle. Das bedeutet, das 
bFGF keinen zusätzlichen steigernden Effekt auf die Stabilität der Gele hat. Das kann 
bedeuten, dass bFGF keinen Effekt auf die Synthese von Kollagen durch HUASMCs hat, 
welches mitverantwortlich ist für die mechanische Stabilität der EZM. Es ist sogar eine 
Hemmung der Kollagensynthese durch bFGF denkbar. In der Regenerationsphase der 
Wundheilung beeinflusst bFGF auch die Proteolyse von Adhäsionsmolekülen, um 
Endothelzellen die Migration in den Fibrinclot zu erleichtern 100. Kennedy et al. zeigt in 
einer Studie den Einfluss von bFGF zur Kollagen- und Kollagenaseexpression von 
humanen glatten Muskelzellen. Sie kann zeigen, dass der mRNA-Level für Kollagen und 
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die Bildung von Hydroxyprolin konzentrationsabhängig von bFGF inhibiert wird. Ebenso 
konnte sie zeigen, dass bFGF ebenfalls konzentrationsabhängig die Expression von 
Kollagenase steigert 76. Dieser Aussage steht die Untersuchungen von Rozman und Bolta 
gegenüber, dass bFGF die Matrixsynthese sowie die Kollagensynthese stimulieren 48. 
Gleichzeitig beschreibt Everts et al., dass Fibroblasten durch bFGF zur Kollagensynthese 
angeregt werden 33. Das kann in diesem Versuch bedeuten, dass durch bFGF die 
Proteolyse stärker beeinflusst war als die Kollagensynthese durch die Zellen und so die 
mechanische Stabilität herabgesetzt wurde. Das ist jedoch nur einen Vermutung und 
müsste durch weitere Untersuchungen bestätigt werden, wobei auch die 
Konzentrationsabhängigkeit dieser Prozesse zu berücksichtigen wären. 
 
5.6.4. Einfluss von bFGF auf die Bildung von Kollagen durch 
Myofibroblasten/HUASMCs in Fibrin-Gelen 
Wie zuvor bei der Bestimmung der mechanischen Stabilität, wurde zur Bestimmung des 
Hydroxyprolingehaltes zellbesiedelte Fibrin-Gele über 7 und 14 Tage kultiviert, die als 
Mediumzusatz bFGF mit bzw. ohne FCS enthielten. 
Die Ergebnisse zur mechanischen Stabilität spiegeln sich hier wieder, denn auch bei 
dieser Versuchsreihe konnte kein positiver Einfluss von bFGF auf die Kollagensynthese 
festgestellt werden. Es ist eher davon auszugehen, dass bFGF eine hemmende Wirkung 
auf die Kollagensynthese von Myofibroblasten/HUASMCs hat, da die Negativkontrolle 
nach 14 Tagen einen höheren Wert erreicht als die Proben. Der Hydroxyprolingehalt bei 
FCS-haltigen Proben stagniert oder sinkt sogar signifikant ab. Eine Ausnahme bilden die 
Proben, die mit 0,1 ng/mL bFGF kultiviert wurden, hier steigt der Wert von 7 auf 14 
Tage signifikant, ist jedoch immer noch signifikant kleiner als die Negativkontrolle. Wie 
im vorigen Abschnitt beschrieben bestätigt Kennedy et al., wie in dieser Studie 
vermutete den negativen Einfluss von bFGF auf die Kollagenproduktion76. Dem 
gegenüber steht die Aussage von von Rozman und Bolta, die von einer Stimulation er 
Kollagensynthese durch bFGF sprechen 48. 
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5.6.5. Zytotoxizitätstest 
Zur Untersuchung des zytotoxischen Effekts von bFGF auf Myofibroblasten/HUASMCs 
wurden die Proliferation, die Nekrose und die Apoptose gemessen. bFGF hatte 
unerwarteter weise keinen proliferativen Effekt auf Myofibroblasten/HUASMC, obwohl 
aus der Literatur hervorgeht, das bFGF ein starkes Mitogen für glatte Muskelzellen, 
Fibroblasten und Myofibroblasten ist 48,79. La Puenta et al. hingegen berichtet, dass die 
Proliferation von dermalen Fibroblasten in Fibrin-Scaffolds mit bFGF im Vergleich zu 
Kontrollen nicht erhöht ist, bis auf einen Ausnahme 26. Die Zellen wurden in einem 
Zeitraum von 28 Tagen untersucht, nur Proben nach 14-tägiger Kultivierung zeigten 
eine signifikant höhere Proliferation im Vergleich zu den Kontrollen. Möglicherweise ist 
die Proliferation konzentrationsabhängig. Bei Puente et al. werden 1 µg/mL bFGF in die 
Scaffolds mit eingegossen in der vorliegenden Arbeit wurde jedoch mit 0,1 ng/mL bzw. 
1 ng/mL gearbeitet. Wie erwartet zeigten die Zellen keine Nekrose und keine Apoptose. 
In der Literatur wird beschrieben, das bFGF durchaus einen apoptotischen Effekt auf 
Myofibroblasten beziehungsweise Fibroblasten haben kann 101,102,103. Dieser Effekt wird 
bei der Wundheilung untersucht. Dabei wird die Bildung von Granulationsgewebe 
herabgesetzt, um die Narbenbildung durch die kontraktile Wirkung der Myofibroblasten 
zu verringern. Da bei diesem Versuch kein apoptotischer Effekt durch bFGF festgestellt 
werden konnte, legt nahe, dass dieser Vorgang konzentrationsabhängig ist und die in 
diesem Versuch verwendeten Konzentrationen zu gering waren. Akasaka et al.101 nutze 
Konzentrationen von 100 ng/mL, die in dieser Arbeit verwendeten Konzentrationen 
lagen zwischen 0,1 ng/mL und 1 ng/mL. 
 
5.6.6. Immunhistologie - Einfluss von bFGF auf die 
Gewebeentwicklung von Myofibroblasten/HUASMCs in 
Fibrin-Gelen 
Die Zell und Gewebeentwicklung von zellbesiedelten Fibrin-Gelen kultiviert in FCS-
freiem und FCS-haltigem Medium mit zwei unterschiedlichen Konzentrationen wurde 
mit dem Nachweis von α-SMA und Typ-I-Kollagen untersucht. 
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Die erzielten Ergebnisse stimmen mit den zuvor betrachteten Ergebnissen überein. Nach 
7 Tagen ist die Zelldichte bei allen Proben gering und die Bildung von Kollagen ist nur 
als Hintergrundfärbung des Gels auszumachen. Auch das Signal für α-SMA ist nicht stark 
ausgeprägt. Das gibt einen Hinweis auf die inhibierende Wirkung von bFGF auf die 
Expression von α-SMA. Nach 14 Tagen ist eine deutliche Proliferation der in FCS-
haltigem Medium kultivierten Proben zu erkennen. Auch die Bildung von Kollagen ist zu 
beobachten. Die Expression von α-SMA hingegen ist weiterhin gering. Für die FCS-freien 
Proben ist die Zelldichte zwar gestiegen, jedoch fällt sie geringer aus als die der in FCS-
haltigem Medium kultivierten Proben. Hierbei wird deutlich, dass bFGF keinen 
proliferativen Effekt auf HUASMCs hat, wie auch schon durch den XTT-Assay bestätigt 
worden ist. Das Signal für α-SMA ist sehr schwach ausgeprägt auch in er Liertaur wird 
beschrieben, dass bFGF die Expression von α-SMA hemmt 103,104. Das Signal für Kollagen 
ist weiterhin nur als Hintergrundfärbung des Gels zu sehen, was zeigt, das bFGF weder 
die Kollagensynthese noch die Matrixbildung stimuliert hat. 
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6. Zusammenfassung und Ausblick 
Ein zentraler Aspekt im Tissue Engineering hat das Scaffold. Durch seine Beschaffenheit 
und den direkten Kontakt zu den Zellen beeinflusst es nachhaltig die Entwicklung des 
tissue-engineerten Konstruktes. Besonders attraktiv sind autologe Materialien, wie 
Fibrin. Zur Optimierung von autologen PFP/Fibrin-Gel-Scaffolds wurde in dieser Arbeit 
PFP, PPP und PRP als Ausgangsmaterial für die autologe Scaffoldproduktion verglichen. 
Es wurden drei verschieden stark konzentrierte PPP- bzw PRP-Gele verwendet. Dazu 
wurden Untersuchungen zur Mikrostruktur der Gele, zur mechanischen Stabilität, 
Proliferation, EZM-Bildung und zur Gewebeneogenese vorgenommen. Außerdem wurde 
der Einfluss der Wachstumsfaktoren bFGF und TGF-ß auf Myofibroblasten/HUASMCs 
untersucht. 
Zusammenfassend zeigen die Ergebnisse, dass die 12- und 25-fach konzentrierten 
Plasma-Gele im Gegensatz zu den PFP/Fibrin-Gelen bessere Ergebnisse in allen 
Versuchen erzielt haben. Vor allem konnte gezeigt werden, dass auch ohne die Zugabe 
von FCS die Zellen, die in PPP- und PRP-Gelen kultiviert wurden proliferieren, Kollagen 
bilden und die Migration von Zellen positiv beeinflussen. Da zwischen den PPP- und 
PRP-Gelen kaum Unterschiede festgestellt wurden, sondern nur im Vergleich zu 
PFP/Fibrin-Gelen, scheint der entscheidende Faktor das Resuspendieren der 
Fibrinogen-Pellets nach der Kryopräzipitation in Plasma zu sein. Die Ergebnisse legen 
nahe, dass in nachfolgenden Studien PRP oder zumindest Plasma als 
Resuspensionsmedium nach der Kryopräzipitation genutzt bzw. auf Waschschritte 
verzichtet werden sollte, um ein verbessertes  Ausgangsmaterial für fibrinbasierte 
Scaffolds nutzen zu können. Weiterhin sollte untersucht werden, wie die mechanische 
Stabilität zu optimieren ist und die Ausgangsblutmenge reduziert werden kann. 
Myofibroblasten/HUASMCS haben keine Rezeptoren für TGF-ß, jedoch für bFGF. Es 
konnte kein Effekt auf die mechanische Stabilität, die Kollagensynthese, Proliferation, 
Apoptose oder Nekrose von Myofibroblasten/HUASMCs durch bFGF festgestellt werden. 
Es ist sogar anzunehmen, dass bFGF die Kollagensynthese negativ beeinflusst. In 
nachfolgenden Studien sollten weitere Konzentrationen sowie Kombinationen von 
verschiedenen Wachstumsfaktoren auf ihre Wirkung auf HUASMCs untersucht werden, 
da diese Faktoren sich auch gegenseitig beeinflussen und eventuell erst durch die 
richtige Kombination ihre gewünschte Wirkung auf die Zellen zeigen. 
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8.  Anhang 
8.1. Medien, Lösungen und Reagenzien 
TBS (Tris Buffered Saline) 
Tris HCl     (Sigma, T3253)   19,62 g 
Tris Base     (Sigma, T6066)   2,88 g 
NaCl      (Sigma, S9625)  36,0 g 
KCl     (Merck, 1049360500)  0,9 g 
Der TBS-Puffer wird in 4 L Aqua bidest. gelöst. Die Einstellung des pH 7,4 erfolgt 
anschließend. Die Auffüllung mit Aqua bidest. auf 4,5 L folgt. 
Transport - Puffer (10x) 
NaCl      (Sigma, T3253)   40 g 
KCl      (Merck, 1049360500)  1,5 g 
Hepes      (Sigma, H3784)   11,9 g 
Glucose     (Merck, 1083421000)  20 g 
Der Transportpuffer wird mit 500 ml aufgefüllt. Anschließend erfolgt die Einstellung 
des pH-Wertes 7,5. Zur Sterilisation wird der Transportpuffer autoklaviert. 
=> Lösen von 10 g Glucose in 20 ml Transportpuffer (Sterile Filtration) 
=> Überführen der Glucose in den Puffer 
Transport - Puffer (1 x) 
Transportpuffer 10 x       50 ml 
Antibiotikum-Antimykotikum-Lösung (ABM) (PAA, P11-002)  5 ml 
Der Transportpuffer und die Antibiotikum-Antimykotikum-Lösung werden 
zusammengefügt. Anschließend erfolgt das Auffüllen auf 500ml mit Aqua dest.. 
PBS 
KCl      (Merck, 1.04936.0500)  0,2 g/L 
KH2PO4     (Merck, 104873)   0m2g /L 
NaCl      (Sigma, S9625)   8 g/L 
Na2HPO4     (Roth, 6885.1)   1,15 g/L 
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Blocking-Solution  
Goat Serum     (Dako,. X0907)   5 % 
In Waschpuffer (0,1 % Triton X 100, SIGMA,. T 8787, in PBS)  
Antikörper Diluent: 
Natriumazid     (SIGMA-Aldrich,. 8032)  0,1 % 
In PBS + 1 % bovines Serum Albumin (BSA, SIGMA, Best.-Nr. A 9647) 
Zellkulturmedium: 
DMEM mit Glutamax   (Gibco 21885-108)   500 mL 
FCS      (PAA A15-151)   10 % 
ABM in Passage 0    (PAA P11-002)   1 % 
Bioreaktormedium: 
DMEM mit Glutamax   (Gibco, 21885-108)   500 mL 
FCS      (PAA A15-151)   10 % 
ABM in Passage 0    (PAA P11-002)   1 % 
Cyklokapron     (Pfizer, 6376165.00.00)  888μL 
Ascorbat     (Sigma, A8960)   0,148 g 
Das L-Ascorbat wird in 20 mL des Mediums gelöst. Anschließend wird es steril filtriert 
und zum übrigen Medium gegeben. 
Acetatzitratpuffer [pH 6.5] 
Natrium acetate   (Sigma S-7670)  120 g  
Zitronensäure   (Fluka 33114)  50.3 g  
Essigsäure    (Fluka 45731)  12 mL 
NaOH     (Merck 1.06498)  34 g  
Mit Auqa bidest auf 1000 mL auffüllen. 
Chloramine T reagent [0.059M] 
Chloramine T    (Sigma C-9887)  0.67 g 
n-Propanol    (Sigma P-6334)  10 mL 
Chloramin-T lösen und mit Acetat-Puffer auf 50 mL auffüllen. 
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n-Propanol/Perchloric acid [2:1] 
n-Propanol    (Sigma P-6334)  34 mL 
Perchlorsäure   (Fluka 77231)  17 mL 
Ehrlich’s reagent [1M] 
p-Dimethylaminobenzaldehyde (Sigma D-8904)  7.5 g 
Mit n-Propanol/Perchlorsäure [2:1] auf 50 mL auffüllen 
Carnoy: 
Ethanol absolute       120 mL 
Chloroform    (Applichem, A1585.2500) 60 mL 
Eisessig    (Sigma-Aldrich, A6283) 20 mL 
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8.3. Negativkontrollen zur Immunhistologie 
 
Abbildung 30: Negativkontrollen zu Immunhistologie aus Abbildung 15. 
 
 
Abbildung 31: Negativkontrollen zu Immunhistologie aus Abbildung 16 und Abbildung 17 . 
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Abbildung 32: Negativkontrollen zu Immunhistologie aus Abbildung 18 und Abbildung 19 
 
 
Abbildung 33: Negativkontrollen zu Immunhistologie aus Abbildung 27 und Abbildung 28 
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8.4. Abkürzungsverzeichnis 
Abkürzung Bezeichnung 
bFGF Basic Fibroblast Growth Factor 
CaCl2 Kalziumchlorid 
DMEM Dulbecco‘s modified Eagle Medium 
DNA Desoxyribonukleinsäure 
DAPI 4',6-diamidino-2-phenylindole 
EGF Epidermal Growth Factor 
ELISA Enzym Linked Immunosorbent Assay 
EZM Extrazelluläre Matrix 
FCS Fetal Bovine Serum 
FGFR FGF-Rezeptor 
HUASMC 
Human Umbilical Artery Derived Smooth 
Muscle Cell 
IGF Insulin Like Growth Factor 
NaOH Natronlauge 
PCL Polycarprolakton 
PDGF Platelet Derived Growth Factor 
PEG Polyethylenglycol 
PFP Plättchenfreies Plasma 
PGA Poly glycolic acid 
PLA Polylactic acid 
PPP Plättchenfreies Plasma 
PRP Plättchenreiches Plasma 
REM Rasterelektronenmikroskopie 
RNA Ribonukleinsäure 
TBS Tris-buffered Saline 
TF Tissue Factor 
TGF-β Transforming Growth Factor Beta 
TGFR TGF-Rezeptor 
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VEGF Vascular Endothelial Growth Factor 
vWF Von Willebrand Faktor 
XTT 
(2,3-bis-(2-methoxy-4-nitro-5-sulfophenyl)-
2H-tetrazolium-5-carboxanilide) 
α- SMA Alpha-Smooth-Muscle-Actin 
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